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 RÉSUMÉ  
 
L’objectif central de cette thèse de Doctorat était d’investiguer les dysfonctions 
mitochondriales qui surviennent précocement au cours de la phase compensée du 
remodelage ventriculaire pathologique et qui pourraient jouer un rôle causal dans la 
progression vers l’insuffisance cardiaque.  
Nos travaux antérieurs, réalisés à l’aide d’un modèle de surcharge volumique 
chronique induite par une fistule aorto-cavale (ACF) chez le Rat WKHA, ont montré 
qu’au cours du remodelage ventriculaire, les mitochondries développaient une 
vulnérabilité à l’ouverture du pore de perméabilité transitionnelle (PTP : un élément clé 
de la signalisation de la mort cellulaire) [1]. Ceci était observable au stade compensé du 
remodelage en absence des dysfonctions mitochondriales majeures typiquement 
observées dans le cœur insuffisant. Ces résultats nous ont amenés à suggérer que la 
vulnérabilité à l’ouverture du PTP pourrait constituer un mécanisme précoce favorisant 
la progression de la cardiopathie. Dans l’étude 1 de cette thèse, nous avons tenté de tester 
cette hypothèse en induisant une ACF chez deux souches de rats affichant de très nettes 
différences au niveau de la propension à développer l’insuffisance cardiaque : les 
souches WKHA et Sprague Dawley (SD). Nos études in vitro sur organelles isolées et in 
situ sur l’organe entier ont permis de confirmer que, dans le cœur ACF, les 
mitochondries développent une vulnérabilité à l’ouverture du PTP et à l’activation de la 
voie mitochondriale de la mort cellulaire lorsqu’exposées à des stress pertinents à la 
pathologie (surcharge calcique, ischémie-reperfusion [I-R]). Cependant, bien que 
comparativement aux animaux WKHA, les animaux SD démontraient un remodelage 
ventriculaire plus rapide et prononcé et une progression précoce vers l’insuffisance 
cardiaque, aucune différence n’était observable entre les deux groupes au niveau des 




plus rapide de la pathologie chez la souche SD, à tout le moins en réponse à la surcharge 
volumique. 
Nous avons par la suite déterminé, à l’aide des mêmes approches expérimentales, 
si cette vulnérabilité mitochondriale était observable dans une cardiopathie d’étiologie 
différente, plus spécifiquement celle qui est associée à la dystrophie musculaire de 
Duchenne (DMD), une maladie génétique causée par une mutation de la protéine 
dystrophine. Nos études menées (études 2-4) sur de jeunes souris mdx (le modèle murin 
de la DMD) exemptes de tout signe clinique de cardiopathie n’ont révélé aucune 
différence au niveau des fonctions mitochondriales de base. Cependant, tout comme dans 
le modèle d’ACF, les mitochondries dans le cœur de souris mdx étaient significativement 
plus vulnérables à l’ouverture du PTP lorsque soumises à une I-R (étude 2). Par ailleurs, 
nous avons démontré que l’administration aiguë de sildénafil aux souris mdx induisait 
une abolition de l’ouverture du PTP et de ses conséquences signalétiques, une 
diminution marquée du dommage tissulaire et une meilleure récupération fonctionnelle à 
la suite de l’I-R (étude 3). Nous avons ensuite testé chez la souris mdx l’administration 
aiguë de SS31, un peptide anti-oxydant ciblé aux mitochondries, cependant aucun effet 
protecteur n’a été observé, suggérant que le tamponnement des radicaux libres est d’une 
utilité limitée si les perturbations de l’homéostasie calcique typiques à cette pathologie 
ne sont pas traitées simultanément (étude 4).  
Globalement, les travaux effectués au cours de cette thèse démontrent que la 
vulnérabilité à l’ouverture du PTP constitue une dysfonction précoce et commune qui 
survient au cours de remodelages ventriculaires pathologiques d’étiologies différentes. 
Par ailleurs, ces travaux suggèrent des stratégies d’intervention pharmacologiques 
ciblant ce processus, dont l’efficacité pour la prévention de l’insuffisance cardiaque 
demande à être établie. 
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The central objective of this doctoral thesis was to investigate the 
mitochondrial dysfunction that occurs early during the compensated phase of 
pathological ventricular remodeling and which may play a causal role in the 
progression to heart failure. 
Our previous work using a model of chronic volume overload induced by 
aorto-caval fistula (ACF) in rats WKHA showed that during the ventricular 
remodeling, mitochondria developed a vulnerability to permeability transition pore  
opening (PTP: a key component of cell death signaling) [1]. This was observed at the 
stage of compensated remodeling in the absence of major mitochondrial dysfunction 
typically observed in the failing heart. These results led us to suggest that the 
vulnerability to PTP opening could be a mechanism facilitating the progression of 
the cardiomyopathy. In our first study of this thesis we have attempted to test this 
hypothesis by inducing ACF in two strains of rats displaying sharp differences in the 
propensity to develop heart failure: WKHA strains and Sprague Dawley (SD). Our 
studies in vitro on isolated organelles and in situ on the whole organ have confirmed 
that, in the ACF heart, mitochondria develop a vulnerability to PTP opening and 
activation of mitochondrial cell death when exposed to stresses relevant to the 
pathology (calcium overload, ischemia-reperfusion [I-R]). However, SD animals 
compared to WKHA showed a more rapid and pronounced ventricular remodeling 
and early progression to heart failure, no difference was found between the two 
groups in terms of mitochondrial dysfunction, suggesting that this is not behind the 
more rapid progression of the disease in the SD strain, at least in response to volume 
overload. 
We subsequently determined, using the same experimental approaches, if this 




specifically that associated with Duchenne muscular dystrophy (DMD), a genetic 
disease caused by a mutation of the protein dystrophin. Our studies (studies 2-4) on 
young mdx mice (the mouse model of DMD) free of clinical signs of heart disease 
showed no difference in basal mitochondrial functions. However, as in the model of 
ACF, the mitochondria of mdx mice heart were significantly more vulnerable to PTP 
opening when subjected to I-R (study 2). Furthermore, we demonstrated that acute 
administration of sildenafil to mdx mice abolished the PTP opening and its signaling 
consequences, markedly reduced of tissue damage and improved functional recovery 
following I-R (Study 3). We then tested in mdx mice acute administration of SS31, 
an antioxidant peptide that targets and accumulates in mitochondria. However, no 
protective effect was observed, suggesting that the buffering of free radicals have a 
limited utility if the typical perturbations of the calcium homeostasis in this disease 
are not treated simultaneously (Study 4). 
Overall, the work done during this thesis show that the vulnerability to PTP 
opening is a common and early dysfunction that occurs during pathological 
ventricular remodeling of different etiologies. Moreover, these studies suggest 
pharmacological intervention strategies targeting this process, whose effectiveness in 
preventing heart failure needs to be established. 
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sGC= l’isoforme soluble de la guanylatse cyclasse 
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1.1 Présentation du travail expérimental 
Les mitochondries sont des organelles vitales de la cellule qui accomplissent 
une variété de fonctions fondamentales, dont la plus connue est la synthèse de l’ATP 
par l’oxydation phosphorylante via la chaîne respiratoire. Elles sont également 
impliquées dans plusieurs autres voies métaboliques, comme la synthèse des acides 
aminés, des vitamines, et des acides gras [2, 3], et participent de façon importante à 
l’homéostasie et la signalisation calcique. Les mitochondries sont également le siège 
d’une production permanente de radicaux libres (ROS) qui peuvent jouer un rôle 
physiologique de signalisation ou êtres dommageables pour la cellule, selon la 
quantité produite. Finalement, au cours des quinze à vingt dernières années, plusieurs 
études ont permis de démontrer que des mécanismes complexes et régulés de 
perméabilisation des membranes mitochondriales jouaient un rôle important dans le 
déclenchement de la mort cellulaire, tant nécrotique qu’apoptotique, dans plusieurs 
organes et types cellulaires.  
 
Dans le cœur, plusieurs études chez l’Homme et l’animal ont démontré la 
présence de multiples anomalies mitochondriales dans l’insuffisance cardiaque 
induite par des pathologies acquises. Par exemple, l’insuffisance cardiaque causée par 
la surcharge hémodynamique chronique ou le remodelage post-infarctus est associée 
à des atteintes structurales, à des dysfonctions incluant une diminution de la capacité 




la présence de mutations ou de délétions de l’ADN mitochondrial [4]. Plusieurs 
études ont également démontré la présence de signes de mort cellulaire ainsi qu’une 
relâche accrue de facteurs pro-apoptotiques par les mitochondries. Cependant, la 
grande majorité des études disponibles ont été effectuées sur des cœurs ayant atteint 
un stade avancé d’insuffisance, ce qui engendre deux conséquences sur notre 
compréhension actuelle de la pathogenèse. D’une part, il demeure incertain si les 
dysfonctions mitochondriales sont des causes du développement de l’insuffisance 
cardiaque ou des conséquences tardives de cet état. D’autre part, il existe peu 
d’informations au sujet des dysfonctions mitochondriales survenant au cours de la 
phase précoce de remodelage ventriculaire hypertrophique qui pourrait promouvoir 
l’accumulation de dommages mitochondriaux et l’activation de la voie 
mitochondriale de la mort cellulaire lorsque le cœur atteint l’insuffisance.  
 
1.1.1 Étude 1 : dysfonctions mitochondriales précoces au cours du remodelage 
ventriculaire hypertrophique. 
Pour investiguer ces questions, notre laboratoire, en collaboration avec celui 
du Dr. Deschepper, a réalisé une première étude en 2006 [1] faisant usage d’un 
modèle bien défini de surcharge volumique (VOL) induit par une fistule aorto-cavale 
(ACF) chez des rats WKHA (une souche consanguine affichant une prédisposition à 
l’hypertrophie). Les résultats de cette étude ont démontré que, dans les cœurs 
d’animaux ACF, les mitochondries développaient une vulnérabilité à l’ouverture du 
pore de perméabilité transitionnelle (PTP : un événement clé dans l’activation de la 
nécrose et de l’apoptose,) lorsque soumises à un stress aigu, soit in vitro sur 
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organelles isolées, ou dans l’organe entier perfusé ex vivo. Fait important, ce 
phénomène était observable en  l’absence de dysfonctions systoliques et de déficits de 
la fonction respiratoire des mitochondries. Ces résultats nous ont donc amenés à 
suggérer que la vulnérabilité mitochondriale au stress, particulièrement à l’ouverture 
du PTP, constituerait une dysfonction précoce qui pourrait prédisposer aux 
anomalies mitochondriales multiples et à l’activation des processus de mort 
cellulaire, typiquement observés lorsque le cœur progresse vers l’insuffisance.  
 
Dans la première étude de cette thèse publiée dans Molecular and Cellular 
Biochemistry, nous avons cherché à confirmer cette hypothèse plus fermement, en 
comparant deux souches de rats affichant des prédispositions génétiques très 
différentes au développement de l’insuffisance cardiaque en réponse à l’ACF : 1) la 
souche WKHA qui est résistante et n’affiche qu’une mortalité de 18% avant 39 
semaines post-chirurgie et 2) la souche Sprague-Dawley (SD) qui est susceptible et 
affiche une mortalité de 64% sur la même période.  Nous avons spécifiquement 
déterminé a) si la vulnérabilité mitochondriale au stress se développait plus tôt chez 
les animaux progressant plus rapidement vers l’insuffisance (i.e. chez les rats SD vs 
les WKHA) et b) si la vulnérabilité mitochondriale observée dans la phase précoce du 
remodelage progressait vers les dysfonctions mitochondriales plus sévères avec 
l’avancement de la pathologie. Par ailleurs, comme les facteurs expliquant cette 
différence de susceptibilité à l’insuffisance cardiaque entre les deux souches de rats 




biochimiques ont également été mesurées à différents temps après l’induction de 
l’ACF de manière à obtenir un portrait plus englobant.  
 
1.1.2 Études 2, 3 et 4 : vulnérabilité mitochondriale à l’ouverture du PTP dans 
la cardiopathie associée à la dystrophie musculaire de Duchenne. 
Bien que les cardiopathies hypertrophiques acquises soient les plus 
prévalantes chez l’Homme et par conséquent les plus étudiées, plusieurs maladies 
génétiques induisent des cardiopathies progressives qui peuvent mener à 
l’insuffisance cardiaque [5]. C’est notamment le cas de la dystrophie musculaire de 
Duchenne (DMD), une pathologie causée par la mutation de la protéine 
cytosquelettique dystrophine dans le muscle strié, induisant une susceptibilité précoce 
des myocytes au dommage induit par le stress mécanique [6-10]. Bien que l’absence 
de dystrophine soit la cause primaire de la pathologie, les travaux effectués au cours 
de la dernière décennie ont démontré que l’instabilité et la rupture de la membrane 
des cardiomyocytes causées par l’absence de dystrophine fonctionnelle ne pouvaient 
entièrement expliquer le développement de la cardiopathie. En outre, des travaux 
récents, réalisés dans le laboratoire du Dr. Des Rosiers de l’Institut de Cardiologie de 
Montréal, ont démontré la présence d’anomalies métaboliques mitochondriales dans 
le cœur isolé perfusé ex vivo chez la souris mdx, (le modèle murin de la DMD), 
notamment la perte d’intermédiaire du cycle de Krebs, et la présence de stress 
oxydant [7]. Fait notable, ces anomalies étaient décelables à un jeune âge (12 
semaines), en absence de signes cliniques de cardiopathies [7], suggérant que ces 
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dernières pourraient contribuer de façon précoce à la susceptibilité du myocarde au 
stress et ultimement au développement de la pathologie.   
 
Dans la deuxième étude de cette thèse publiée dans le Journal of Molecular 
and Cellular Cardiology, nous avons poursuivi cette investigation. Plus 
spécifiquement, nous avons réalisé une analyse de la littérature actuelle suggérant 
l’implication précoce des mitochondries dans la cardiopathie dystrophique et intégré 
ces données dans notre hypothèse générale sur le rôle de la vulnérabilité 
mitochondriale au stress dans la progression vers l’insuffisance cardiaque. Nous 
avons également développé une approche expérimentale qui nous a permis d’établir 
directement la présence d’une vulnérabilité mitochondriale précoce à l’ouverture du 
PTP dans le cœur de souris mdx soumis à une ischémie-reperfusion ex vivo.  
Finalement, à la lumière d’évidences expérimentales disponibles nous avons  discuté 
du rôle potentiel de stratégies pharmacologiques visant la protection mitochondriale 
dans le traitement de la cardiopathie dystrophique. 
 
Dans la troisième étude de cette thèse publiée dans l’American Journal of 
Physiology,  nous avons poursuivi cette voie en investiguant plus spécifiquement 
l’effet protecteur du citrate de sildénafil contre le dommage induit par le stress chez la 
souris mdx. En effet, bien que cet inhibiteur de la phosphodiesterase 5 (PDE-5) soit 
principalement connu pour ses effets vasculaires,  nous avions plusieurs raisons de 
croire que son effet protecteur pourrait impliquer la diminution des dysfonctions 




expérimentalement. Dans cette étude nous avons donc testé l’effet d’une 
administration aiguë de sildénafil in vivo sur l’ouverture du PTP, la signalisation de la 
mort cellulaire et le dommage tissulaire, dans le cœur de souris mdx soumis à une 
ischémie-reperfusion ex vivo.  Nous avons également investigué certains facteurs 
potentiellement responsables de la vulnérabilité à l’ouverture du PTP en réponse au 
stress dans le cœur mdx et vérifié l’impact du sildénafil sur ces  facteurs.  
 
Finalement, la quatrième étude de cette thèse, qui sera soumise pour 
publication prochainement, fait suite à nos résultats antérieurs (étude 3 et [7]) 
montrant une diminution de l’activité de l’enzyme aconitase dans le cœur de jeunes 
souris mdx. Cette enzyme du cycle de Krebs est particulièrement sensible à 
l’inactivation par le stress oxydant, suggérant qu’une production excessive de ROS 
par les mitochondries pourrait être une cause de l’ouverture excessive du PTP et du 
dommage cardiaque lorsque le cœur dystrophique est soumis à un stress. Pour évaluer 
cette hypothèse, nous avons testé l’effet d’un peptide synthétique (le SS-31),  
appartenant à une nouvelle classe d’antioxydants ciblés aux mitochondries, contre le 
dommage tissulaire et l’ouverture du PTP dans notre modèle de cœur perfusé ex vivo.  
 
1.2 Présentation de la revue de littérature 
La revue de littérature présentée dans cette thèse est articulée en trois parties. 
Dans la première, une revue générale sur la mitochondrie et son rôle dans la 
signalisation de la mort cellulaire est présentée. Compte tenu de la nature du travail 
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expérimental effectué, une attention particulière est portée au phénomène de 
perméabilité transitionnelle mitochondriale ainsi qu’à ses conséquences.  
 
La deuxième partie de la revue de littérature est quant à elle consacrée à 
l’hypertrophie cardiaque pathologique et plus particulièrement aux modifications de 
la fonction mitochondriale qui ont été observées à différents stades de la progression 
de la pathologie, notamment au niveau de la morphologie, de la fonction respiratoire, 
de la production de ROS, de la signalisation de l’apoptose et de la vulnérabilité de ces 
dernières au stress. 
 
Finalement, la troisième partie de la revue de littérature est consacrée à la 
cardiopathie dans la dystrophie musculaire de Duchenne. Cette partie présente de 
manière plus substantielle les concepts présentés dans la revue de littérature de notre 
deuxième étude publiée dans le  Journal of Molecular and Cellular Cardiology.  
 
2 ROLE DES MITOCHONDRIES DANS LA VIE ET LA MORT 
CELLULAIRE 
2.1 Production d’ATP et mécanisme de l’oxydation phosphorylante 
La mitochondrie est une organelle à double membrane dont le rôle le plus 
connu est la production d’ATP. Les cardiomyocytes possèdent la plus grande densité 
mitochondriale de toutes les cellules chez les mammifères. Elles représentent entre 30 
et 40% du volume des cardiomyocytes et sont responsables de plus de 90% de la 




quatre complexes enzymatiques situés dans la membrane interne et chacun de ces 
complexes est constitué de plusieurs sous-unités protéiques (le nombre varie selon le 
complexe).  
- complexe I : NADH-ubiquinone oxydoréductase (46 sous-unités),  
- complexe II : succinate-ubiquinone oxydoréductase (4 sous-unités),  
- complexe III : ubiquitinol cytochrome c oxydoréductase (11 sous-unités)  
- complexe IV : cytochrome c oxidase (13 sous-unités). Il contient le site de 
liaison de l’oxygène.  
Cet ensemble de complexes est aussi désigné sous le nom de chaîne de 
transfert d’électrons.  
 
Les électrons sont transférés séquentiellement à chacun des complexes qui passent 
par un état réduit lorsqu’ils acceptent un électron puis à un état oxydé lorsque les 
électrons sont transférés au complexe suivant. Cette chaîne de transport contient 
également le coenzyme Q (CoQ), une quinone lipophile qui diffuse dans la membrane 
interne et assure le transfert des électrons des complexes I et II vers le complexe III. 
Le second transporteur mobile de la chaîne respiratoire est le cytochrome c qui est 
fixé aux cardiolipines à la surface de la membrane interne, et qui établit une navette 
d’électrons entre les complexes III et IV. L’apport en électrons à la chaîne respiratoire 
est assuré par l’oxydation du NADH et du FADH2 au niveau des complexes I et II 
respectivement, alors que l’oxygène agit comme accepteur final d’électrons au niveau 
du complexe IV, où l’oxygène moléculaire et l’hydrogène se combinent pour former 
de l’eau. L’énergie libérée par cette succession de réactions redox est couplée à la 
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sortie de protons (H+) de la matrice mitochondriale vers l’espace inter-membranaire 










Cette sortie de protons a comme conséquence la génération d’un potentiel de 
membrane (Δψ) et d’un gradient de pH (∆pH). Ce sont les deux composantes de la 
force proton motrice (Δp). Les protons se retrouvant dans l’espace intermembranaire 
peuvent passer par l’ATP synthase (complexe V) qui couple la réentrée de protons 
dans la matrice à la phosphorylation de l’ADP en ATP. L’ATP nouvellement 
synthétisé est transporté hors de la mitochondrie en échange d’ADP provenant du 
métabolisme cellulaire. Cet échange implique la translocase des nucléotides adénylés 
(ANT) et les canaux anioniques dépendants du voltage (VDAC), localisés dans la 
membrane interne et externe respectivement. ANT et VDAC sont préférentiellement 
localisés aux points de contacts entre ces deux membranes où ils établissent 
vraisemblablement un lien fonctionnel [13]. VDAC encore nommée porine, car elle 
ressemble aux porines de la membrane externe des bactéries, forme un canal qui 
laisse passer les molécules de petite taille (< à 10kDa), telles que des anions, des 
cations, différents métabolites (acides gras, pyruvate…) et des nucléotides. C’est 
donc un canal non spécifique. Il en résulte que la composition de l’espace inter- 
membranaire est comparable à celui du cytosol [14, 15]. 
2.2 La production d’espèces réactives de l’oxygène 
La chaîne respiratoire a aussi ses inconvénients. La mitochondrie est reconnue 
comme une source majeure de production de ROS et les études sur mitochondries 
isolées montrent que ce serait via les complexes I et III de la chaîne respiratoire [16]. 
Il est connu qu’environ 2% des électrons sont expulsés de cette chaîne et réagissent 
avec l’O2 pour former des espèces réactives dérivées de l’oxygène, mieux connues 




radicalaire ou non, réagissant sans apport énergétique ni catalyse avec les substrats 
organiques. Ces substrats peuvent être des protéines, des lipides, des sucres ou des 
acides nucléiques. La présence excessive de ROS cause la dénaturation (introduction 
d'un groupement carbonyl C=O) et/ou la fragmentation des protéines et des acides 
nucléiques, la peroxydation des lipides (ce qui entraîne l’altération du fonctionnement 
des membranes et des dépôts de lipides oxydés dans les vaisseaux), et, en présence de 
traces métalliques, l’oxydation du glucose avec libération d'H2O2 et d'OH°, ce qui 
engendre des coupures et des mutations de l’ADN. Cependant, des études récentes sur 
la transduction du signal ont montré que les ROS à faibles concentrations servent 
aussi de messagers intracellulaires pour induire notamment les mécanismes de 
défense ou de réparation contre le dommage cellulaire.  
 
L'organisme possède un certain nombre de moyens de défense contre les 
atteintes des radicaux libres mettant en jeu des enzymes, par l'expression de gènes 
particuliers, comme les superoxydes dismutases, les catalases, la glutathion 
peroxydase, la glutathion réductase, les peroxiredoxines et les thiorédoxines. Les 
défenses antioxydantes sont capables de faire face et d’éliminer les radicaux libres 
produits en excès dans l’organisme. On dit que la balance antioxydants/prooxydants 
est en équilibre. Si ce n’est pas le cas par déficit en antioxydants ou par suite d’une 
surproduction de radicaux, l’excès de radicaux est appelé stress oxydant. Des 




2.3 Mort cellulaire : apoptose versus nécrose 
Le terme apoptose est dérivé d’un ancien mot grec (αποπτοστσ) qui signifie 
« la chute des pétales d’une fleur ou des feuilles d’un arbre en automne ». Ce 
processus de mort programmé permet l’élimination des cellules non désirées, 
contribuant ainsi au maintien de l’homéostasie. Les cellules mourantes rétrécissent et 
se détachent des cellules environnantes. Le cytoplasme et le noyau se condensent. Il y 
a rupture du nucléole et de la membrane nucléaire et un désassemblage des structures 
fondamentales. De plus, il y a condensation de la chromatine et la membrane 
plasmique forme des protrusions qui peuvent être expulsées pour former des corps 
apoptotiques. En plus des modifications morphologiques observées, il y a également 
des modifications biochimiques qui prennent place. Une des plus notables est 
probablement le clivage de la chromatine condensée en fragments internucléosomals 
de 180-200 paires de bases [18-20]. Une autre manifestation précoce de l’apoptose 
implique l’externalisation des molécules de phosphatidylsérine, qui résident 
normalement du côté cytosolique de la membrane plasmique. Suivant un stimulus 
apoptotique, ces molécules pivotent du côté extra-cellulaire de la membrane 
plasmique [21-23], servant de stimulus déclencheur pour la phagocytose de la cellule 
apoptotique ou des corps apoptotiques par les macrophages et les cellules 
phagocytaires non professionnelles [24, 25]. 
 
Une caractéristique essentielle de l’apoptose est qu’elle se déroule sans 
provoquer d’inflammation. L’apoptose se distingue en ce sens de la nécrose, l’autre 




l’organisme. En effet, la nécrose est une mort cellulaire accidentelle qui survient lors 
d'un dommage tissulaire (anoxie aiguë, un manque soudain de nutriments, ou lors de 
dommages extrêmes physiques ou chimiques). Contrairement au rétrécissement des 
cellules apoptotiques, les cellules nécrotiques et leurs organelles perdent leur habilité 
à maintenir l’homéostasie osmotique et commencent à gonfler à la suite d’une 
importante entrée d’eau [26]. Les cellules abîmées deviennent alors oedémateuses, 
puis leurs membranes cellulaires éclatent, déversant le contenu cellulaire dans 
l’espace interstitiel environnant, ce qui provoque une inflammation. 
 
 
L’apoptose est le point final d’une cascade d’événements demandant de 
l’énergie qui est initiée par un stimulus de mort cellulaire. Le phénomène de 
l’apoptose semble se dérouler en quatre phases qui se chevauchent partiellement [27] 
(Figure 2) : 
1. La phase précoce ou initiale au cours de laquelle un stimulus provoque ou 
initie la réponse apoptotique. Ce stimulus peut être un facteur externe qui 
active des récepteurs à la surface de la cellule ou peut provenir de l’intérieur 
de la cellule lorsque certaines organelles ou l’ADN nucléaire sont 
endommagés. 
2. La phase de transduction du signal au cours de laquelle le stimulus inducteur 
enclenche une cascade de signalisation visant l’activation de la machinerie 
effectrice de la mort cellulaire. 
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3. La phase effectrice au cours de laquelle les caspases, des protéases effectrices 
activées, ainsi que d’autres protéines de signalisation, procèdent au 
démantèlement de la cellule. 
4. La phase postmortem au cours de laquelle la chromatine et l’ADN de la 










Il existe deux grandes voies par lesquelles l’apoptose peut être induite dans 
une cellule: la voie extrinsèque et la voie intrinsèque. Bien que les événements 
initiaux menant à l’apoptose diffèrent dans chacun des cas, les deux voies ont en 
commun de mener à l’activation des caspases (Figure 3), ce qui constitue un point de 
non-retour pour la cellule. 
 
Les caspases (de l'anglais cysteinyl-aspartate-cleaving proteases) sont un 
groupe de protéases à cystéine, présentes dans le cytoplasme et certaines organelles, 
sous forme de procaspases inactives. Les procaspases sont clivées et dimérisées pour 
former les caspases actives. Chez les mammifères, il existe quatorze caspases 
différentes [28], appartenant à la famille des caspases inflammatoires (1, 4 et 5), des 
caspases initiatrices (2, 8, 9 et 10) et des caspases effectrices (3, 6 et 7) [29-33]. Les 
caspases 12, 13 et 14 ne sont pas encore bien catégorisées, mais feraient 
vraisemblement partie de la famille des caspases inflammatoires. Les caspases 
initiatrices sont les premières à être activées par des signaux extrinsèques ou 
intrinsèques à la cellule. Il est bien documenté que les signaux extrinsèques mènent 
au clivage et à l’activation des caspases initiatrices 8 et 10 alors que les signaux 
intrinsèques mènent à l’activation de la caspase initiatrice 9 (Figure 3). Cette cascade 
cause éventuellement l’activation des caspases effectrices qui clivent une variété de 
substrats incluant des inhibiteurs de nucléases, le cytosquelette et d’autres protéines 
clé de la cellule, amenant ainsi une dégradation de l’ADN nucléaire et des 






Figure 3: La cascade des caspases. Un des événements précoces de l’activation de 
la cascade des caspases est la formation de l’apoptosome qui permet l’activation de la 
caspase 9. Les caspases 3 et 7 semblent ensuite être activées simultanément par la 
caspase 9. L’activation de la caspase 3 permet à son tour l’activation des caspases 2 et 
6, puis des caspases 8 et 10. 
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2.3.1 La voie extrinsèque 
La voie extrinsèque de l’apoptose est souvent appelée la voie des récepteurs 
de mort cellulaire, du fait que c’est la liaison entre un récepteur à la surface de la 
cellule et son ligand qui enclenche le processus. L’enclenchement de l’apoptose se 
fait quand un ligand se lie sur la portion N-terminale extracellulaire du récepteur. 
Ceci mène à la trimérisation du récepteur et son activation. Il y a alors recrutement de 
protéines, dont certaines procaspases initiatrices, via la portion c-terminale 
cytoplasmique du récepteur. En fonction du type cellulaire, l’activation des récepteurs 
de mort résultera en une activation directe de caspases effectrices ou encore à 
l’activation de Bid et au relarguage subséquent de facteurs pro-apoptotiques 






Figure 4: Les voies extrinsèques de la mort cellulaire. Dans la voie extrinsèque, un 
récepteur enclenche le processus de mort cellulaire. La voie extrinsèque implique 
l’activation des protéines BH3 de la famille des Bcl-2 et le largage de facteurs pro-





2.3.2 La voie intrinsèque 
Alors que la voie extrinsèque est déclenchée par des facteurs extérieurs à la 
cellule, la voie intrinsèque a pour éléments déclencheurs des insultes intracellulaires, 
comme la surcharge calcique, l’augmentation du niveau de ROS, des dommages à 
l’ADN, un stress originant du réticulum endoplasmique, l’activation d’oncogènes et 
des dommages mitochondriaux [40]. Via diverses voies de signalisation 
intracellulaire, ces insultes convergent vers la mitochondrie et exercent différents 
effets dont le plus important dans le processus d’induction de la mort cellulaire est 
l’augmentation soudaine de la perméabilité des membranes mitochondriales (Figure 
5). Cette perméabilisation engendre plusieurs effets délétères, notamment la perte du 
potentiel de membrane mitochondriale (∆ψ), le découplage de la chaîne respiratoire et 
la relâche de plusieurs facteurs pro-apoptotiques résidant normalement dans la 
mitochondrie, incluant le cytochrome c, AIF, SMAC/DIABLO, l’endonucléase G la 
sérine-protéase OMI/Htr A2 et possiblement plusieurs pro-caspases [41-43]. Ces 
protéines agissent à différents niveaux dans la cascade d’activation de l’apoptose 
(Figure 5). Le cytochrome c se lie au facteur protéique associé à l’apoptose (APAF-1) 
et à la pro-caspase 9 pour former l’apoptosome permettant ainsi l’activation de la 
caspase 3 effectrice [44]. Le facteur d’induction de l’apoptose (AIF) [45] et 
l’endonucléase G [46] migrent vers le noyau et entraînent la condensation de la 
chromatine et la fragmentation de l’ADN nucléaire. SMAC/DIABLO [47] et 
OMI/Htr A2 ont quant à elles une action inhibitrice sur les protéines inhibitrices de 






Figure 5: Représentation schématique des voies de mort cellulaire intrinsèque et 






Les mécanismes de perméation mitochondriale, bien qu’encore mal connus, 
semblent multiples. Les deux grands mécanismes documentés sont : 
1. La formation de pores protéiques par les membres pro-apoptotiques de la 
famille des Bcl-2. 
2. La formation du pore de perméabilité transitionnelle mitochondriale (PTP), 
qui est le mécanisme principalement visé dans cette thèse. 
2.4 Mécanismes de perméabilisation des membranes mitochondriales 
2.4.1 La famille des Bcl-2 
La famille des protéines des lymphomes 2 à cellules B (Bcl-2) est composée 
de protéines 1) anti-apoptotiques (i.e., Bcl-2 and BclXL), et 2) pro-apoptotiques [48, 
49], ces dernières étant subdivisées en protéines pro-apoptotiques à a) domaines 
multiples (i.e. Bak, Bax) ou à b) domaine BH3 (i.e. Bid, Bad, Bim, BmF, Noxa, 
Puma, BNip3 et Nix). Le mécanisme central dans ce type de perméabilisation est le 
changement de conformation et l’activation des protéines multi-domaines Bax et Bak. 
Ce processus permet leur oligomérisation et leur insertion dans la membrane 
mitochondriale externe, menant à la perméabilisation et à la relâche de facteurs pro-
apoptotiques (Figure 5). Bax est normalement localisée dans le cysotol sous sa forme 
inactive et migre à la mitochondrie, en réponse à des stimuli apoptotiques [50]. Bak 
est quant à elle présente de manière constitutive dans la membrane mitochondriale 
externe, mais est maintenue sous sa forme inactive, présumément via sa liaison avec 
VDAC2. La formation d’oligomère Bax/Bak est favorisée par les protéines à domaine 
BH3 qui sont couplées à des cascades de signalisation et agissent comme relais pour 




d’exemple, il est connu que la protéine Bid est clivée en tBid en condition de stress 
comme l’ischémie-réperfusion, ce qui cause sa migration à la mitochondrie où elle 
facilite l’action de Bak. L’activation de Bad semble également exercer le même genre 
de rôle facilitateur sur Bak. Par ailleurs, l’action de ces protéines pro-apoptotiques est 
antagonisée par les protéines anti-apoptotiques Bcl-2 et BclXL. Ces protéines résident 
en permanence dans la membrane mitochondriale externe et inhibent la 
perméabilisation, probablement en formant des dimères avec Bax et Bak, inhibant 
ainsi leur oligomérisation [51]. 
2.4.2 Le PTP 
La transition de perméabilité a été initialement décrite sur des mitochondries 
isolées comme une augmentation soudaine de la perméabilité aux solutés en présence 
de fortes concentrations de Ca2+ [52-54]. Bien que ce phénomène ait initialement été 
attribué à un dommage membranaire non spécifique, il est maintenant reconnu que 
l’ouverture du PTP, un canal non spécifique de haute conductance localisé dans la 
membrane mitochondriale interne, en est responsable [55]. L’ouverture prolongée du 
PTP permet l’équilibration des solutés de 1 500 Da et moins, de part et d’autre de la 
membrane. Ceci engendre plusieurs conséquences importantes dont la perte de ΔΨ, le 
découplage de la chaîne respiratoire et une hydrolyse massive de l’ATP causée par le 
fonctionnement en mode réverse de l’ATP synthase. À tout le moins in vitro sur 
mitochondries isolées et incubées dans des tampons à base de sucrose ou de KCl, 
l’ouverture du PTP engendre également un gonflement de la matrice mitochondriale 
qui est substantiel, compte tenu que la membrane interne, avec sa grande surface et 
ses nombreux replis, possède une grande capacité d’accommodement. En 
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contrepartie, puisque la surface de la membrane externe est beaucoup moindre, ce 
gonflement matriciel engendre éventuellement la rupture de la membrane externe et 
la relâche des facteurs pro-apoptotiques mitochondriaux mentionnés précédemment.  
 
Dans plusieurs types de cellules et particulièrement dans les cardiomyocytes, 
la majeure partie de la production d’ATP est assurée par les mitochondries. Compte 
tenu des effets catastrophiques de l’ouverture du PTP sur l’équilibre énergétique, son 
ouverture massive et prolongée a surtout été mise en cause dans la nécrose [56, 57]. 
Cependant, il existe des indices indiquant qu’une ouverture momentanée ou dans un 
nombre de mitochondries insuffisant pour induire une catastrophe énergétique 
pourrait constituer un mécanisme d’activation de l’apoptose dépendant du PTP [56, 
57]. 
2.4.2.1 Régulation du PTP 
La régulation de l’ouverture du PTP, qui est complexe et implique un grand 
nombre de modulateurs est assez bien caractérisée (voir tableau I pour un sommaire). 
L’accumulation de Ca2+ dans la matrice mitochondriale est l’activateur principal de 
l’ouverture du PTP [58-60]. Cependant, plusieurs autres facteurs facilitent l’ouverture 
du PTP notamment en augmentant sa sensibilité au Ca2+. La présence de phosphate 
inorganique, la baisse du potentiel de membrane, le stress oxydant, l’oxydation des 
nucléotides pyrimidiques (NADH et NADPH), l’alcalinisation de la matrice (pH > 
7,6), le flux d’électrons au niveau du complexe I ainsi que la déplétion des réserves 
endogènes en nucléotides adénylés, particulièrement l’ADP et l’ATP, sont tous des 




(Mg2+, Sr2+ et Mn2+), et possiblement certains cations mono ou trivalents, inhibent 
l’ouverture du PTP probablement en agissant comme antagonistes compétitifs du 
Ca2+ [52, 61-63]. Par ailleurs, il a également été démontré que Bid et Bax favorisent 
l’ouverture du PTP alors que Bcl-2 et BclXL l’inhibent [48, 49, 64, 65]. 
 
L’ouverture du PTP peut être modulée par une variété d’agents 
pharmacologiques qui sensibilisent ou désensibilisent le pore à l’ouverture, en 
réponse à un stimulus inducteur donné. Ces agents agissent souvent de manière 
indirecte, en affectant un ou plusieurs des facteurs favorisant l’ouverture du PTP [55]. 
C’est le cas notamment d’agents antioxydants et d’inhibiteurs du transport 
mitochondrial du Ca2+ comme le rouge de ruthenium. Cependant, en 1988, l’équipe 
de Martin Crompton a rapporté que la cyclosporine-A, un agent immuno-supresseur 
utilisé pour le traitement du rejet de greffe post-transplantation, inhibait de manière 
spécifique l’ouverture du PTP à des concentrations inférieures à 1 µM [66]. Cette 
découverte a permis par la suite de grandes avancées dans l’étude de la structure 
moléculaire du PTP, incluant l’identification de la cyclophiline D (CypD), une 
protéine matricielle de 18 KDa à laquelle se lie spécifiquement la CsA pour inhiber 









Probabilité d’ouverture du PTP Référence 
Ca2+ matriciel Augmentée [52-54, 68] 




Oxydants Augmentée [69] 
ATP Diminuée [68] 
ADP Diminuée [70] 
Cyclosporine A (CsA) Diminuée [66] 
pH matriciel Une diminution du pH diminue la 
probabilité 
[62] 
Pi Augmentée [52-54] 
Potentiel de surface  
 
Voltage 
Une réduction entraîne une 
diminution de la probabilité 
Une augmentation du voltage entraîne 












2.4.2.2 Structure du PTP 
Malgré la découverte de la CsA et la caractérisation fonctionnelle détaillée du 
PTP, son identité moléculaire n’est pas encore clairement établie et suscite de vifs 
débats [60, 72, 73]. Cependant, il est assez bien admis que le PTP est composé de 
plusieurs protéines qui jouent des rôles spécifiques en condition physiologique 
normale et qui, en condition de stress, s’assemblent pour former des canaux non 
spécifiques à haute conductance. 
 
L’hypothèse initiale fut que le PTP serait constitué de trois unités principales : 
l’échangeur ATP/ADP (ANT), la porine (VDAC) et la cyclophiline-D. Ces protéines 
formeraient des complexes au niveau des sites de contacts entre les membranes 
interne et externe, auxquels s’associeraient d’autres protéines incluant plusieurs 
kinases, certains membres de la famille Bcl-2, ainsi que le récepteur à la 
benzodiazépine [56]. Cette hypothèse était  basée principalement sur le fait que: 
- l’ouverture du PTP est régulée par des ligands de l’ANT et de CypD [74]. 
- l’ANT, VDAC ou des complexes ANT-VDAC-CypD isolés et reconstitués 
dans des liposomes ou dans une bi-couche de phospholipides présentent 
certaines des caractéristiques de conductance et de régulation du PTP [55]. 
 
Cependant, une faiblesse de ces études est que CypD se lie à plusieurs 
protéines outre ANT [73] et qu’il est impossible de déterminer si ANT et VDAC, et 
non d’autres protéines isolées conjointement, sont celles qui présentent les 
caractéristiques du PTP une fois reconstituées dans les membranes artificielles. Des 
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études récentes utilisant des stratégies transgéniques, avec lesquelles les gènes de ces 
protéines ont été sélectivement inactivés, démontrent que la composition moléculaire 
du PTP est probablement plus compliquée.  
 
En effet, le groupe de Wallace a récemment démontré qu’il était possible 
d’induire l’ouverture du PTP par surcharge calcique sur des mitochondries isolées, à 
partir du foie de souris transgéniques présentant une délétion des deux isoformes de 
l’ANT [75]. Cette étude suggère donc qu’en l’absence d’ANT, d’autres protéines 
peuvent se substituer pour former le PTP, lorsque les mitochondries sont soumises à 
un stress calcique. Cependant, la quantité de Ca2+ requise pour ouvrir le PTP dans ces 
mitochondries était deux à trois fois plus importante que la quantité requise dans les 
mitochondries des souris contrôles. De plus, en absence d’ANT, la régulation du PTP 
par des ligands de l’ANT, tels que l’atractyloside et l’acide bonkrekique, était abolie. 
Par contre, l’ouverture du PTP était encore sensible à la CsA, indiquant que la liaison 
de la CypD à d’autres protéines que l’ANT peut réguler l’ouverture du PTP. Dans 
l’ensemble, ces données suggèrent donc que l’ANT n’est pas la seule protéine 
capable de former le PTP, mais qu’elle participe probablement à titre de protéine 
régulatrice ou comme composante intégrale du pore lorsqu’elle est exprimée 
normalement. En ce qui a trait à VDAC, une étude publiée par le groupe de 
Molkentin a démontré que la susceptibilité à l’ouverture du PTP, en réponse au Ca2+ 
et au stress oxydant, était similaire en absence ou en présence des trois isoformes de 
VDAC, suggérant clairement que VDAC n’est ni une protéine constituante ni un 





Par ailleurs, plusieurs groupes de recherche, dont ceux de Molkentin, Bernardi 
et Korsmeyer ont généré des souris présentant une délétion du gène de la cyclophiline 
D (souris Ppif-/-) [72, 77, 78]. Toutes ces études ont rapporté que l’ouverture du PTP 
était possible dans les mitochondries isolées à partir du foie des souris Ppif-/- [72, 77]. 
Cependant, la quantité de Ca2+ requise pour y arriver était significativement 
supérieure à celle qui était requise pour ouvrir le PTP dans les mitochondries 
provenant des souris contrôles. De plus, l’effet inhibiteur de la CsA était absent dans 
les mitochondries Ppif-/-, confirmant que la CypD est bel et bien la cible de la CsA 
[72, 77]. Cependant, la régulation du PTP par des modulateurs qui ne dépendent pas 
de la CypD était similaire dans les mitochondries provenant des souris contrôles et 
Ppif-/- [77]. Ces études ont également démontré que l’absence de CypD causait une 
diminution de la mort cellulaire induite par le stress oxydant et l’ischémie-réperfusion 
[72, 79] et qu’à l’opposé, sa surexpression était associée à l’activation de la voie 
mitochondriale de la mort cellulaire caractérisée par une relâche accrue de 
cytochrome c, l’activation de la caspase 9 et l’apparition de fragmentation de l’ADN 
nucléaire [72]. Prises dans leur ensemble, ces études ont mené à la suggestion que la 
CypD est probablement une protéine régulatrice, plutôt qu’une composante 
structurale du PTP.  
 
Le phosphate est connu depuis longtemps comme un activateur de l’ouverture 
du PTP, cependant le rôle potentiel du transporteur au phosphate mitochondrial (PiC) 
dans la formation du PTP est reconnu depuis peu. Dans une étude récente, il a été 
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démontré que la Cyp-D se lie au PiC et que cette liaison peut être empêchée par la 
CsA. Cette interaction est augmentée par le stress oxydant qui sensibilise le PTP au 
Ca2+ [80]. Ces études ont également observé une relation importante entre l’inhibition 
du PTP et le transport du phosphate dans la mitochondrie [80, 81]. Il a aussi été 
démontré que le phosphate est requis pour l’inhibition du PTP en bloquant la Cyp-D 
[82]. Les cellules HeLa PiC-/- sont résistantes à l’induction de l’apoptose par la 
staurosporine et la surexpression de PiC induit l’apoptose [83]. D’autres études sont 
cependant requises pour établir le lien causal entre la formation du PTP et du PiC. 
 
2.4.2.3 Rôle du PTP dans l'ischémie-réperfusion 
Dans les études réalisées au cours de cette thèse, l’ischémie-réperfusion  a été 
utilisée comme modèle de stress permettant de démasquer une vulnérabilité 
mitochondriale dans le cœur, soit en cours de remodelage hypertrophique ou dans la 
phase précédant la cardiopathie chez la souris mdx. Ce modèle a été choisi notamment 
parce que le rôle du PTP dans les dommages ischémiques est bien établi [84], tel que 
brièvement exposé dans cette section. Initialement, l’hypothèse que l’ouverture du 
PTP pourrait jouer un rôle important a été suggérée après la constatation que 
plusieurs des conditions requises pour ouvrir le PTP in vitro (tableau I section 2.3.2.1) 
sur mitochondries isolées prévalaient dans les cardiomyocytes, à la suite d’une 





Figure 6: Facteurs contribuant à l’ouverture du PTP à la suite de l’ischémie-
réperfusion. Le manque d’oxygène et de substrats énergétiques entraîne une 
abolition de l’oxydation phosphorylante, une diminution rapide du contenu en ATP, 
ainsi que l’accumulation de Pi de H+ et de Ca2+ intracellulaire. Lors de la réperfusion, 
la repolarisation partielle des mitochondries permet une accumulation importante de 
Ca2+ dans la mitochondrie. Par ailleurs, le rétablissement du flux d’électrons au 
niveau des complexes de la chaîne respiratoire qui ont été endommagés au cours de 
l’ischémie engendre une augmentation de la production de radicaux libres. 
L’ensemble de ces facteurs crée un environnement hautement favorable à l’ouverture 





L’utilisation de CsA sur le cœur isolé perfusé ou sur des cardiomyocytes 
isolés soumis à l’I-R a, par la suite, apporté un support important à cette hypothèse. 
En effet, plusieurs effets bénéfiques de la CsA ont été rapportés, incluant une 
meilleure récupération de la pression ventriculaire systolique [85] (Figures 7) et de 
l’équilibre des adénylates [85], une diminution de l’hypercontracture [85] et une 
réduction de la taille de la zone nécrotique [86]  à la suite de l’I-R. De plus, 
l’administration de CsA durant l’I-R a été associée à une diminution de la relâche de 
cytochrome c (Figure 8) et une atténuation des dysfonctions respiratoires mesurées 






Figure 7: Effet de la CsA sur la fonction contractile du cœur soumis à une 
ischémie-réperfusion. La figure présente la pression développée par le ventricule 
gauche (LVDP) et la pression diastolique (EDP), lors de la 15e minute de réperfusion 
suivant une ischémie de 30 ou 40 minutes en présence ou en absence de CsA. Les 
valeurs représentent la moyenne ± S.E.M. (** P<0,02, *** P<0,01). Adapté de 






Figure 8: Effet de la CsA sur le contenu mitochondrial en cytochrome c après 
une période d’ischémie. La CsA diminue la quantité de cytochrome c relâchée par 
les mitochondries cardiaques durant l’ischémie. Cependant, le FK-506, un inhibiteur 
de la calcineurine est sans effet. Les valeurs représentent la moyenne ± S.E.M. * : 
significativement différente vs contrôle dans la même condition expérimentale (P < 
0,01); # : Significativement différente la condition sans traitement dans la même 





Cependant, une des limites inhérentes à l’utilisation de la CsA sur l’organe ou 
la cellule entière est le fait que la CsA inhibe également la calcineurine, une 
phosphatase Ca2+/calmoduline-dépendante cytosolique qui peut être impliquée dans la 
mort cellulaire [88, 89], ce qui ne permet pas de conclure hors de tout doute que 
l’effet bénéfique de la CsA est exclusivement relié à l’inhibition du PTP. Cependant, 
plusieurs études ont maintenant démontré que l’effet de la CsA est médié par 
l’inhibition du pore. En effet, l’administration de FK-506, un inhibiteur de la 
calcineurine qui n’affecte pas l’ouverture du PTP, s’est avéré inefficace pour réduire 
la taille de l’infarctus [86], et des témoins de l’activation de l’apoptose tels que la 
relâche de cytochrome c (Figure 8), l’activation des caspases ainsi que la 
fragmentation de l’ADN nucléaire [87]. De plus, plusieurs analogues de la CsA tels la 
N-methyl-valine cyclosporine (Met-Val-CsA) [88], la N-methyl-isoleucine-
cyclosporine (NIM811) [90] et la sanglifehrin A [91], qui ont des effets inhibiteurs 
sur le PTP mais n’interagissent pas avec la calcineurine, se sont avérés d’une 





Figure 8a: Effet de la CsA et de la Sanglifehrin-A, un analogue non immuno-
suppresseur sur la fonction contractile et le dommage tissulaire à la suite d’une 
période d’ischémie-réperfusion. La Sanglifehrin-A (SfA) et la CsA protègent le 
cœur ischémique lors de la réperfusion. Les cœurs de rats ont été perfusés en mode 
Langendorff. Après 50 minutes, le cœur a été soumis à une ischémie de 30 minutes. 
0.2µM de CsA ou 1µM de SfA a été ajouté trois ou dix minutes avant l’ischémie. (A) 
Les valeurs de LVDP et de LVEDP post-ischémie sont significativement différentes 
(p < 0,001) dans les groupes CsA et SfA vs le groupe contrôle. (B) La relâche de 
LDH post-ischémie est significativement différente (* p < 0,05) dans les groupes CsA 





Une des limites des approches pharmacologiques utilisées dans l’ensemble de 
ces études est que les effets bénéfiques sur la fonction et le dommage tissulaire sont 
attribués à une inhibition de la perméabilité transitionnelle sans toutefois pouvoir le 
confirmer à l’aide d’une quantification directe de l’ouverture du PTP [88]. 
Cependant, la mise au point de la technique de séquestration mitochondriale du 2-
[3H]-deoxyglucose, par le laboratoire d’Andrew P. Halestrap en 1995, a permis de 
mesurer l’ouverture du PTP lors d’un protocole de perfusion cardiaque [92]. De plus, 
le groupe de Halestrap a démontré avec cette technique qu’une diminution de 
l’ouverture du PTP est suivie d’une meilleure récupération fonctionnelle, lors d’un 
protocole d’I-R. Nous avons également publié des résultats à l’aide de cette méthode 
d’abord chez le Rat ([1] + étude 1). Au cours de cette thèse nous avons également 
apporté des modifications permettant d’adapter la technique pour la perfusion de 
cœurs de souris (études 2, 3, 4).  
 
3 RÔLE DES MITOCHONDRIES DANS LE REMODELLAGE 
HYPERTROPHIQUE DU CŒUR ET L’INSUFFISANCE CARDIAQUE 
3.1 Introduction 
Le remodelage ventriculaire hypertrophique est une réponse du cœur à une 
variété de stress, incluant la surcharge de travail chronique ou la perte de masse 
cardiaque à la suite à d’un infarctus ou une d’activation neuroendocrine [93]. Cette 
réponse est accompagnée par de multiples changements au niveau des 
cardiomyocytes et de la matrice extracellulaire [93-95]. Certains de ces changements, 
sinon la majorité, apparaissent délétères à long terme puisqu’ils sont associés à une 
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augmentation de la mortalité et de la morbidité [96, 97] et une progression vers 
l’insuffisance cardiaque [93].  
 
Comme dans tous les pays occidentaux, au Canada, l’impact socio-
économique de l’insuffisance cardiaque est en croissance. Ceci est relié d’une part au 
fait que la population canadienne est vieillissante et que cette pathologie affecte de 
manière prépondérante les personnes âgées. D’autre part, l’amélioration des 
traitements pour l’hypertension chronique et les maladies coronaires ont permis 
d’augmenter le taux de survie relié à ces pathologies, augmentant ainsi la prévalence 
de complications tardives telles l’insuffisance cardiaque. Au Canada, les maladies 
cardiovasculaires, dont l’insuffisance cardiaque est une des principales affections, 
sont une cause majeure d’hospitalisation. Les maladies du cœur et les AVC coûtent à 
l’économie canadienne plus de 22,2 milliards de dollars annuellement en services 
médicaux, en coûts hospitaliers, en perte de salaire et en perte de productivité [98]. 
L’insuffisance cardiaque atteint plus de 400 000 Canadiens et 50 000 nouveaux cas 
sont diagnostiqués chaque année [99]. De même, aux États Unis, plus de cinq 
millions d’individus souffrent d’insuffisance cardiaque chronique et l’incidence de 
cette maladie est en hausse [100]. 
 
Malgré l’association bien documentée entre l’hypertrophie cardiaque et le 
développement de l’insuffisance cardiaque, les raisons pour lesquelles certains cœurs 
hypertrophiés progressent vers la décompensation alors que d’autres ne progressent 
pas vers cet état de défaillance systolique sont encore mal connues [93, 95]. Parmi les 




les mitochondries ont fait l’objet de nombreuses études, étant donné leur rôle central 
dans la production d’énergie et de radicaux libres [101, 102]. Tel que discuté dans 
cette section, un certain nombre d’études ont rapporté des dysfonctions à ce niveau 
ainsi qu’au niveau de la structure mitochondriale dans les cœurs insuffisants [103-
107]. Par ailleurs, tel que décrit dans la section précédente, il est maintenant bien 
accepté que les mitochondries jouent un rôle capital dans la survie ou la mort 
cellulaire par leur capacité à séquestrer ou relâcher un ensemble de facteurs pro-
apoptotiques, en réponse à des signaux spécifiques ou à des dommages 
mitochondriaux. Plusieurs études ont également rapporté une plus grande relâche de 
ces facteurs et une activation des voies effectrices de la mort cellulaire dans le cœur 
hypertrophié [108]. Ces indices sont également présentés et discutés. 
3.2 Modifications structurales et fonctionnelles des mitochondries dans le cœur 
insuffisant. 
Plusieurs études menées sur des tissus humains, ainsi qu’avec des modèles 
expérimentaux divers chez l’animal, ont démontré la présence d’une variété 
d’anomalies mitochondriales dans le cœur insuffisant [103, 104, 106, 107]. Au plan 
structural, les anomalies sont présentes au niveau des membranes interne et externe, 
et l’occurrence de mitochondries affichant une réduction de la densité des cristae ou 




Figures 9: Morphologie des cardiomyocytes et des mitochondries dans un 
modèle d’insuffisance cardiaque induite par le TNFα. Ces micrographies 
électroniques démontrent que la surexpression de la cytokine TNFa (qui est impliquée 
dans le développement de l’insuffisance cardiaque) dans le cœur de souris induit de 
profondes altérations morphologiques des mitochondries dans le cœur (images de 
gauche et du centre) ou les mitochondries isolées (images de droite). (A) souris 





Outre ces changements structuraux, bon nombre d’études effectuées chez 
l’Homme et l’animal rapportent également une diminution de l’activité de plusieurs 
enzymes mitochondriaux mesurée sur le tissu cardiaque entier et sur des préparations 
de mitochondries isolées [110-115]. Des résultats particulièrement clairs à ce sujet ont 
été rapportés par Jaretta et al. [112] chez des patients insuffisants atteints de 
cardiopathies dilatées et ischémiques (Tableau II). De manière similaire, une étude de 
Buchwald [110], également effectuée chez des patients atteints d’une cardiopathie 
dilatée a rapporté une diminution significative de l’activité du complexe III (3,77 +/- 
0,82 vs 4,95 +/- 1,15 µmol min-1.mg-1) et du complexe IV (2,63 +/- 0,96 vs 3,65 +/- 





Tableau II: Activité des complexes de la chaîne respiratoire chez des patients 
humains atteints de cardiopathies dilatées ou ischémiques. Le tableau présente 
l’activité de complexes I, II, III et I+III mesurée dans l’homogénat total obtenu à 
partir de biopsies effectuées au moment de chirurgie de transplantation cardiaque sur 
le cœur de patients insuffisants atteints de cardiopathies dilatées (IDC) ou 
ischémiques (IC). Les valeurs contrôles ont été déterminées sur les mitochondries à 





Dans le cœur insuffisant, ces changements enzymologiques apparaissent 
inévitablement reliés à une diminution de la capacité respiratoire des mitochondries, 
et ceci en présence d’une variété de substrat énergétique alimentant la chaîne 
respiratoire à différents niveaux [105, 106, 113, 116, 117] (Tableau III). 
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Tableau III: Respiration de mitochondries isolées de coeurs contrôles (SHAM) 








N 9 9 
Citrate synthase (unités/mg protéine) 2,63 ± 0,12 1,97 ± 0,03 ** 
Respiration (nmol O par min/mg de protéine)   
Stade 2   
 2-Oxoglutarate 27 ± 1 25 ± 1 
 Succinate 69 ± 1 61 ± 1 ** 
 Glutamate 29 ± 2 29 ± 1 
Stade 3   
 2-Oxoglutarate 235 ± 8 203 ± 8 ** 
 Succinate 169 ± 3 145 ± 6 ** 
 Glutamate 139 ± 4 98 ± 4 ** 
 Ascorbate + TMPD   
 2-Oxoglutarate 299 ± 10 264 ± 12 * 
 Succinate 308 ± 9 283 ± 10 
 Glutamate 303 ± 9 274 ± 11 * 
Stade 3/stade 2 (RCI)   
 2-Oxoglutarate 9,0 ± 0,7 8,2 ± 0,5 
 Succinate 2,5 ± 0,1 2,4 ± 0,1 
 Glutamate 4,8 ± 0,3 3,5 ± 0,2 ** 
Stade 3/ascorbate   
 2-Oxoglutarate 0,79 ± 0,02 0,77 ± 0,02 
 Succinate 0,55 ± 0,01 0,51 ± 0,01 * 
 Glutamate 0,46 ± 0,02 0,37 ± 0,01 ** 
Les résultats représentent la moyenne ± S.E.M. de neuf expériences par groupe. * P < 




Par ailleurs, plusieurs études ont rapporté que la production de radicaux libres 
(ROS) était augmentée dans les mitochondries de cœurs insuffisants [111, 116, 118, 
119]. La figure 10, tirée d’une étude de Ide et al. [111] dans laquelle la résonance 
paramagnétique électronique (ESR) de la sonde hydroxy-TEMPO a été utilisée pour 
mesurer la production de ROS, démontre bien ce phénomène. Ces auteurs ont observé 
une augmentation importante du signal TEMPO sur des particules mitochondriales 
isolées à partir de cœurs insuffisants en présence de NADH, témoignant d’une plus 
grande production de ROS comparativement aux mitochondries provenant de cœurs 
contrôles [111]. Ce phénomène était également accompagné d’une plus grande 
quantité de peroxides lipidiques [111], d’une présence accrue de mutations au niveau 
de l’ADN mitochondrial [116] et de déficits au niveau de l’activité des complexes I, 
III et IV [116] dans les cœurs insuffisants comparativement aux cœurs normaux. 
D’autres études ont confirmé l’augmentation de la fréquence de mutations de l’ADN 
mitochondrial dans le cœur insuffisant [116, 120-122]. Ce phénomène a été attribué à 
la production accrue de ROS par la mitochondrie et au fait que cette organelle 
possède un système de protection et de réparation de l’ADN qui est limité. Ce constat 
a mené à la suggestion que les mutations de l’ADN mitochondrial pourraient 
expliquer l’apparition de certaines des anomalies respiratoires décrites précédemment 
[122]. Bien que ceci soit possible, il a néanmoins été démontré que la présence de 
mutations de l’ADN mitochondrial n’était pas obligatoire pour observer des déficits 
dans la production d’ATP mitochondriale [115]. Étant donné qu’une grande majorité 
des protéines mitochondriales sont encodées dans le génome nucléaire, cette 






Figure 10 : Production de radicaux libres par des particules mitochondriales 
isolées à partir de cœurs normaux et insuffisants. Les résultats présentent la 
production de ROS mesurée par résonance paramagnétique électronique du TEMPO 
sur des particules mitochondriales provenant de cœurs normaux (Control) et de cœurs 
en insuffisance (HF), à la suite d’un remodellage post-infarctus chez le chien. Les 
substrats utilisés pour alimenter les complexes respiratoires étaient le NADH 
(complexe I) et le succinate (complexe II). Le signal TEMPO relié à la production de 
ROS était significativement inhibé dans les deux groupes expérimentaux en présence 
de SOD (100 U/mL) ou SOD (100 U/mL) avec catalase (500 U/mL), témoignant de 
la spécificité du signal TEMPO. La différence entre contrôle et HF est uniquement 
observée en présence de NADH, suggérant qu’un défaut au niveau du complexe I est 
responsable. Les valeurs représentent la moyenne ± S.E.M. * : Significativement 
différent des valeurs contrôles (p<0,05);  Significativement différent du groupe HF 





Par ailleurs, au niveau des systèmes de défenses antioxydants, il semble 
exister une réponse biphasique au cours du remodelage ventriculaire. En effet, 
quelques études ont rapporté, dans le cœur en phase compensée d’hypertrophie, une 
augmentation de l’activité de plusieurs enzymes antioxydantes dont la superoxyde 
dismutase (SOD), la glutatione peroxydase, et la catalase, ainsi qu’une augmentation 
du contenu en vitamine E et un rapport glutathione réduit / glutathione oxydé plus 
élevé [123-125]. Cependant, cette situation s’inverse rapidement pour faire place à 
une diminution des capacités de défense [123-125]. Ces données ont mené à la 
suggestion que l’incapacité à contrer l’augmentation du stress oxydant associée au 
remodelage pathologique, dont une partie est certainement attribuable aux 
mitochondries, contribuerait à la décompensation cardiaque. 
3.3 Modifications structurales et fonctionnelles des mitochondries en phase 
d’hypertrophie compensée. 
À l’opposé des résultats obtenus dans le cœur insuffisant, la majorité des 
études qui ont été effectuées à un stade moins avancé de remodelage cardiaque 
rapportent peu ou pas de dysfonctions mitochondriales. Aucun changement notable 
de la structure fine des mitochondries ne semble observable [126]. Par ailleurs, une 
diminution de la surface moyenne des mitochondries au profit d’une augmentation de 
leur nombre est observée [126]. Cependant, cette modification de l’organisation du 
réseau mitochondrial n’a pas de conséquence sur le volume des cellules cardiaques 




Au niveau de la fonction respiratoire, l’ensemble des études disponibles 
suggère une capacité respiratoire normale ou même augmentée dans le cœur 
hypertrophié [117, 127-131]. La figure 11 tirée d’une étude du groupe de Sordahl 
[117], dans laquelle un modèle de constriction de l’aorte chez le lapin a été utilisé, 
démontre clairement ce phénomène. En effet, au stade compensé d’hypertrophie, les 
mitochondries affichaient une augmentation marquée de la respiration maximale 
stimulée par l’ADP, comparativement aux mitochondries provenant des cœurs 
contrôles, alors que les mitochondries provenant de cœurs insuffisants affichaient une 
nette dysfonction. Par contre, « l’hyperfonction » respiratoire observée en phase 
compensée n’est pas systématiquement rapportée comme le montre la figure 12, 
provenant d’une étude de Brookes et al. [131]. Ces auteurs n’ont rapporté aucune 
modification de la respiration basale et de la respiration stimulée par l’ADP, huit 
semaines après une constriction de l’aorte abdominale chez le Rat, et ce, en présence 






Figure 11: Fonction respiratoire mesurée sur des mitochondries isolées à partir 
de cœurs en phase d’hypertrophie compensée et d’insuffisance. La figure présente 
des tracés de respiration typiques obtenus sur des mitochondries isolées à partir de 
cœurs de lapins normaux (A) ou durant la phase d’hypertrophie compensée (B) ou 
d’insuffisance (C) induite par la constriction de l’aorte. Les mitochondries étaient 
énergisées avec un mélange de glutamate et de malate. À l’endroit indiqué, de l’ADP 
était ajouté pour induire la respiration maximale (stade 3), puis la respiration basale 
(stade 4) obtenue après phorphorylation complète de l’ADP était enregistrée. Les 
valeurs maximales obtenues en stade 3 sont indiquées à gauche des tracés (en 
natomeO/min/mg protéine). Les rapports ADP : O et RCI (stade 3/stade 4) sont 
indiqués à droite comme témoins de l’efficacité du couplage entre la respiration et la 
phosphorylation. La ligne hachurée indique la réponse de la respiration lorsque du 
NADH exogène était ajouté au lieu de l’ADP. Une augmentation de la respiration en 
présence de NADH témoigne d’une atteinte à l’intégrité de la membrane interne. 





Figure 12: Propriétés respiratoires de mitochondries isolées à partir de cœurs 
normaux ou en stade d’hypertrophie compensée à la suite d’une constriction de 
l’aorte abdominale. La figure présente la vitesse de respiration évaluée sur des 
mitochondries isolées à partir de cœurs de rats normaux (□) ou au stade compensé 
d’hypertrophie secondaire à huit semaines de constriction de l’aorte abdominale (■). 
Les valeurs moyennes ± S.E.M. de la respiration en stade 3 et 4 en présence de 
glutamate-malate (G+M), pyruvate-malate (P+M), succinate (Succ) et TMPD-
ascorbate (A+T) sont présentées (n=5 dans chaque type d’expérience). Adapté de 






Par ailleurs, malgré l’absence de dysfonctions mitochondriales évidentes au 
stade compensé d’hypertrophie, il semble néanmoins exister des anomalies subtiles 
qui peuvent être mises en évidence lorsque les mitochondries sont soumises à des 
conditions particulières. Par exemple, Brookes et al. [131] ont démontré qu’en dépit 
de l’absence de modification de la respiration en condition standard d’incubation, les 
mitochondries provenant de cœurs hypertrophiés étaient significativement plus 
sensibles à l’oxide nitrique (NO●) (Figure 13), un facteur de régulation de la 
respiration exerçant un effet inhibiteur sur le complexe IV [132] . Cette observation 
est intéressante dans la mesure où l’expression de la NO● synthase (iNOS) est 
augmentée non seulement dans le cœur insuffisant [133, 134], mais également dans le 
cœur compensé [134, 135] (Figure 14), suggérant que la respiration mitochondriale 
pourrait être affectée in vivo, même au cours de la phase compensée d’hypertrophie. 
Cette étude souligne également l’intérêt de soumettre les mitochondries à des 






Figure 13: Effet de l’hypertrophie cardiaque sur la respiration mitochondriale 
lors d’une inhibition du complexe IV avec NO●. Les mitochondries ont été isolées 
à partir du ventricule gauche provenant de rats contrôles (○) et de rats soumis à huit 
semaines de constriction de l’aorte abdominale (●). La respiration a été titrée avec des 
concentrations croissantes d’un donneur de NO●. Chaque point représente la moyenne 




Figure 14: Effet de l’hypertrophie cardiaque sur l’expression de la NO-synthase. 
La figure présente les niveaux d’expression de la NOS inductible (iNOS : 130 KDa) 
et endothéliale (eNOS : 140 KDa) dans le cœur de Rats normaux ou soumis à une 
constriction de l’aorte abdominale (BAND). A : Dans les gels représentatifs, les puits 
contenaient respectivement : 1) les contrôles positifs (des lysats de macrophages de 
souris pour iNOS et de cellules endothéliales humaines pour eNOS), 2) contrôle huit 
semaines, 3) BAND huit semaines, 4) contrôle 22 semaines, 5) BAND 22 semaines. 
B) Analyse densitométrique des résultats obtenus pour l’expression de iNOS (barres 
blanches : contrôle, barres noires : BAND). Les valeurs représentent la moyenne ± 





Dans l’ensemble, l’analyse de la littérature disponible démontre donc que la 
majeure partie des dysfonctions mitochondriales a été observée dans des cœurs ayant 
déjà atteint l’état d’insuffisance et qu’à l’état compensé de la pathologie, la 
morphologie et les fonctions basales des mitochondries semblent essentiellement 
normales [117]. Cette observation a d’ailleurs mené à la question légitime de savoir si 
les dysfonctions mitochondriales jouent un rôle causal dans la pathogenèse de 
l’insuffisance ou sont simplement une conséquence tardive. Par ailleurs, il est 
important de noter que la plupart des études disponibles ont évalué la respiration des 
mitochondries dans des conditions optimales bien définies qui ne reproduisent pas les 
contraintes ou les influences régulatrices rencontrées au niveau de l’organe entier. Les 
études de Brookes et al. [131] sur la réponse respiratoire au NO● démontrent 
clairement l’existence de réponses anormales à des régulateurs qui peuvent avoir des 
répercussions in vivo. 
3.4 Activation des mécanismes mitochondriaux de mort cellulaire dans le cœur 
insuffisant. 
Plusieurs études chez l’Homme et avec divers modèles expérimentaux chez 
l’animal ont rapporté la présence de plusieurs formes de mort cellulaire dans le 
myocarde insuffisant. L’examen histologique de tissu cardiaque humain révèle la 
présence de cellules nécrotiques, présumément à la suite d’ischémies focales ou d’un 
processus inflammatoire chronique [136, 137]. Plusieurs études ont également 
rapporté la présence accrue de plusieurs marqueurs de mort cellulaire apoptotique, 
telles la condensation de la chromatine et la fragmentation de l’ADN génomique par 
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marquage TUNEL [108, 114, 138-140]. Finalement, des études récentes démontrent 
également que l’autophagie est activée dans le cœur insuffisant, quoique le rôle de ce 
processus dans la mort cellulaire programmée ne soit pas encore bien défini [136, 
137].  
 
Bien que plusieurs mécanismes puissent entraîner la mort cellulaire, certains 
indices expérimentaux suggèrent que les mitochondries jouent un rôle. En effet, une 
augmentation de la relâche de cytochrome c [139, 141], ainsi qu’une activation des 
caspases 9 [141] et 3 [138, 139], ont été rapportées dans des échantillons de tissu 
cardiaque provenant de patients humains ou d’animaux en insuffisance. Les 
mécanismes menant à la relâche de facteurs apoptotiques par les mitochondries sont 
encore relativement mal définis. Quelques études ont associé cette relâche à une 
augmentation de l’expression de Bax et une diminution de l’expression de Bcl-2 [138, 
140, 142]. Ceci aurait pour effet possible la formation d’oligomères Bax/Bak dans la 
membrane mitochondriale externe et la relâche subséquente des facteurs pro-
apoptotiques situés dans l’espace inter-membranaire. Par ailleurs, étant donné que 
Bax et Bcl-2 influencent également l’ouverture du PTP (voir section 2.3.2.1), il est 
possible que ce mécanisme de perméabilisation membranaire joue également un rôle.  
 
À cet égard, une étude du groupe de Karmazyn [113] a démontré que 





Figure 15: Ouverture du PTP représentée en unité DOG dans les mitochondries 
cardiaques isolées de rats de 12 sem (A) et 18 sem (B) après une ligature d’un 
artère coronaire (CAL) ou non (Sham). Les valeurs sont la moyenne ± S.E.M. de 
huit à neuf animaux par groupe. * Significativement différent entre le groupe CAL et 




En effet, ces auteurs ont démontré que l’ouverture du PTP mesuré in situ par 
la technique du [3H]-DOG était augmentée après douze semaines de remodelage 
induit par ligature d’une artère coronaire. Ce phénomène a été observé dans des cœurs 
bien perfusés et oxygénés, suggérant que l’ouverture du PTP est un processus en 
cours à ce stade de la pathologie. Cette observation est compatible avec les données 
rapportées chez des souris transgéniques surexprimant de manière cardio-spécifique 
le TNFα, une cytokine impliquée dans l’insuffisance cardiaque [105]. En effet, la 
quantité de Ca2+ requise pour induire l’ouverture du PTP in vitro sur mitochondries 
isolées était significativement diminuée chez ces souris comparativement aux souris 
contrôles. Il est par ailleurs important de remarquer que dans ces deux études, les 
mitochondries affichaient également d’importantes dysfonctions respiratoires étant 
donné l’état avancé de la pathologie. Il est donc possible que l’ouverture du PTP 
observée soit une simple conséquence d’atteintes mitochondriales sévères et joue un 
rôle limité dans le développement de l’insuffisance cardiaque. Fait notoire cependant, 
l’étude du groupe de Karmazyn [113] a également démontré que l’effet bénéfique de 
l’inhibition chronique de l’échangeur Na+/H+ avec le EMD87580 sur le remodelage 
ventriculaire était associé à une inhibition de l’ouverture du PTP. Cependant, puisque 
l’inhibition des échangeurs Na+/H+ est susceptible d’exercer d’autres effets 
bénéfiques, il n’est pas clair que l’inhibition du PTP soit le mécanisme responsable 
des bénéfices au niveau du remodelage.   
 
Globalement, les données disponibles indiquent donc que l’atteinte de 




mort cellulaire qui est au moins en partie causée par des dysfonctions 
mitochondriales, des processus de perméabilisasion membranaire impliquant 
certaines protéines de la famille des Bcl-2 et le PTP. Cependant, puisque ces 
phénomènes ont pour la plupart été observés dans le cœur insuffisant, leur rôle causal 
dans le développement de la pathologie n’est pas encore clairement établi. 
L’identification de dysfonctions mitochondriales précoces lors de la phase compensée 
du remodelage contribuerait à répondre à cette question et éventuellement à cibler des 
actions visant à leur prévention. 
3.5 La vulnérabilité au stress : un contributeur potentiel à la transition vers 
l’insuffisance cardiaque. 
Les dysfonctions systoliques, une fois présentes à la suite d’un événement 
ayant déclenché le remodelage ventriculaire, se détériorent fréquemment de manière 
progressive sur une période allant de plusieurs mois à plusieurs années, avant de 
précipiter la décompensation cardiaque. De ce fait, pendant la période compensée du 
remodelage ventriculaire, les cardiomyocytes sont vraisemblablement soumis à des 
périodes prolongées de stress, allant des hypoxies ou ischémies régionales 
transitoires, aux réponses inflammatoires, en passant par le stress oxydant et les 
déséquilibres de l’homéostasie calcique. Un concept récemment mis de l’avant est 
que la progression de l’hypertrophie compensée vers l’insuffisance cardiaque soit en 
partie causée par une plus grande vulnérabilité des cardiomyocytes aux stress 
induisant la mort cellulaire [108]. Dans cette étude, les auteurs ont évalué la 
vulnérabilité des cardiomyocytes à une variété de stress in vitro chez des rats Dahl 
(une souche de rat affichant une hypertension chronique et un remodelage 
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ventriculaire en réponse à une diète salée), durant la période compensée et 
décompensée de la pathologie. Ils ont démontré que durant la phase compensée, les 
cardiomocytes hypertrophiés affichaient un plus grand pourcentage de mort cellulaire 
à la suite d’une ischémie-réperfusion simulée, un stress oxydant induit par incubation 






Figure 16: Effet du remodellage ventriculaire hypertrophique sur la 
vulnérabilité des cardiomyocytes au stress in vitro. Cette figure présente le 
pourcentage de cellules apoptotiques et la viabilité cellulaire en absence ou présence 
de stress in vitro, incluant l’incubation en présence de H2O2, l’ischémie-réperfusion 
simulée (6-18 heures respectivement) et un traitement avec la staurosporine. Les tests 
ont été effectués sur des myocytes obtenus à partir de cœurs normaux (Cont), 
hypertrophiés à la suite d’un entraînement (EX) ou hypertrophiés par surcharge 
pressive (HS). Le modèle d’hypertension utilisé était le Rat Dahl, une souche 
développant une hypertension spontanée en réponse à une diète salée. Les rats 
contrôles et entraînés étaient de la même souche, mais n’ont pas été soumis à la diète 
hypertensive. Les cardiomyocytes provenant des cœurs en hypertrophie pathologique 
compensée (HS) sont plus vulnérables aux trois formes de stress imposées. Les 
valeurs représentent la moyenne ± S.E.M. (n = 6 dans chaque condition). NS : non 





La plus grande vulnérabilité à l’ichémie-réperfusion en état d’hypertrophie 
compensée a également été rapportée dans plusieurs études menées sur le cœur entier 
perfusé ex vivo [143-145]. Fait notable, l’étude menée chez les rats Dahl par Izumo et 
al. [108] a également démontré que les indices histologiques témoignant d’une 
augmentation de la mort cellulaire in vivo, au niveau de l’organe entier, étaient 
observables dans le cœur insuffisant mais indécelables au cours du stade compensé, 
suggérant que la vulnérabilité au stress durant le stade compensé est un événement 
précoce qui pourrait jouer un rôle causal. 
 
Étant donné que la mort cellulaire induite par l’ischémie-réperfusion [49, 146, 
147] comme le stress-oxydant [148-151] est causée, entre autres, par l’ouverture du 
PTP, notre laboratoire a émis l’hypothèse qu’au cours de la phase compensée 
d’hypertrophie, une augmentation de la vulnérabilité des mitochondries aux stress 
causant l’ouverture du PTP pourrait donc contribuer aux dysfonctions contractiles et à 
la mort cellulaire qui a été rapportée lorsque le cœur est soumis à un stress.   
 
Pour tester cette hypothèse, nous avons utilisé un modèle d’hypertrophie 
pathologique induite par une fistule aorto-cavale (ACF) chez le Rat WKHA. Cette 
souche de rat qui présente une masse cardiaque augmentée à la base et une 
susceptibilité au remodelage en réponse aux surcharges, a été utilisée dans le 
laboratoire de notre collègue le Dr. Christian Deschepper pour étudier les gènes reliés 
à l’hypertrophie cardiaque [152]. Des études antérieures provenant de ce laboratoire 




systématiquement observable 12 semaines après induction de la surcharge volumique 
par ACF [152]. Nous avons donc isolé les mitochondries de rats contrôles et ACF à 
ce moment pour caractériser leur fonction basale et leur susceptibilité au stress in 
vitro. 
 
Comme le démontrent la figure 17 et le tableau IV, aucune différence entre le 
groupe contrôle et ACF n’a été observée au niveau de la respiration basale (V0) et 
stimulée par l’ADP (VADP), en présence de substrats énergétiques alimentant le 
complexe I ainsi que l’activité de différents complexes de la chaîne respiratoire. De 
plus, le potentiel de membrane mesuré en condition basale était similaire chez les 
contrôles et les ACF. Par contre, la dysfonction respiratoire induite par une période 
d’anoxie-réoxygénation (A-R) était significativement plus importante dans les 
mitochondries ACF, comparativement aux mitochondries contrôles (Figure 18). Fait 
notable, la présence de CsA durant la période d’A-R a permis d’abolir la différence 
entre les deux groupes expérimentaux, suggérant clairement que l’ouverture du PTP 





Figure 17: Effet de la surcharge volumique sur la fonction basale de 
mitochondries cardiaques. La figure présente la respiration basale en absence 
d’ADP (V0), la respiration maximale en présence de 1 mM ADP (VADP), ainsi que le 
ratio RCR (VADP/V0) mesuré sur des mitochondries cardiaques isolées 12 semaines 
après une chirurgie sham ou une fistule aorto-cavale (ACF). Les mitochondries 
étaient énergisées avec un mélange glutamate-malate (5:2.5 mM). Les valeurs 
représentent la moyenne ±S.E.M. pour un n = 12 dans chaque groupe. Adapté de 
(Marcil et al 2006). 
 









NADH-ubiquinone oxydoréductase (complexe I) 0,63 ± 0,07 0,53 ± 0,05 
Succinate-ubiquinone réductase (complexe II) 0,34 ± 0,04 0,30 ± 0,03 
Cytochrome c oxydase (complexe IV) 1,99 ± 0,12 2,15 ± 0,14 
NADH-cytochrome c oxydoréductase roténone 
sensible (complexes I+III) 
0,19 ± 0,01 0,18 ± 0,02 
Citrate synthase 0,78 ± 0,03 0,76 ± 0,04 








Figure 18: Effet de la surcharge volumique sur la dysfonction respiratoire 
induite par une anoxie-réoxygénation in vitro. La figure A présente un 
enregistrement typique de la concentration en O2 durant une anoxie-réoxygénation 
avec des mitochondries provenant d’animaux sham et ACF. Les valeurs obtenues 
pour VADP et le RCR à la 10e et la 20e minute de réoxygénation (figures B et C) sont 
exprimées en pourcentage des valeurs observées en absence d’anoxie-reoxygénation 
(Baseline). Les expériences ont été répétées en absence ou présence de 1 μM de 
cyclosporine A (CsA) ajoutée avant l’anoxie. Les valeurs représentent la moyenne ± 
S.E.M. pour un n = 12 dans chaque groupe. §: significativement différent de pré-
anoxie dans le même groupe expérimental, (p < 0,01), *: significativement différent 
du groupe sham dans les mêmes conditions expérimentales, (p < 0,01). Adapté de 




De manière à confirmer la plus grande vulnérabilité des mitochondries ACF à 
l’ouverture du PTP, des tests de surcharge calcique ont été effectués compte tenu que 
le Ca2+ est l’inducteur obligatoire du PTP (Figure 19). Ce test consiste à soumettre les 
mitochondries à des ajouts successifs de Ca2+ et à déterminer la quantité de Ca2+ que 
peuvent accumuler les mitochondries avant de déclencher l’ouverture du PTP. 
L’ouverture du PTP est caractérisée par la relâche du Ca2+ accumulé (mesuré à l’aide 
de la sonde fluorescence Calcium-Green) et l’abolition du potentiel de membrane 
(mesuré en parallèle avec la sonde fluorescente Rhodamine 123). Ces expériences ont 
démontré que la quantité de Ca2+ requise pour induire l’ouverture du PTP était 
significativement inférieure dans les mitochondries ACF comparativement aux 






Figure 19: Effet de la surcharge volumique sur la vulnérabilité à l’ouverture du 
PTP induite par surcharge calcique. La figure des cinétiques typiques de prise et de 
relâche du Ca2+ (A, C, E et G) et du potentiel de membrane (B, D, F et H) obtenues 
sur les mitochondries sham et ACF énergisées, soit avec du glutamate-malate (GM: 
5:2.5 mM), soit du succinate (SR: 5 mM), en présence de 1 μM de roténone. Les 
tracés montrent l’accumulation progressive de Ca2+ suivie par sa relâche et 
l’effondrement simultané du potentiel de membrane. Chaque flèche indique l’addition 
d’une dose de calcium de 42 nmol/mg protéine. La figure I présente la capacité de 
rétention calcique (CRC) calculée à partir de huit à dix expériences différentes dans 
chaque groupe. *: Significativement différent des sham, (p < 0,05). Adapté de (Marcil 





Nous avons également soumis les cœurs de rats sham et ACF à un protocole 
d’I-R ex vivo dans le but d’évaluer leur réponse fonctionnelle et de quantifier 
l’ouverture du PTP et ses conséquences dans l’organe entier. Nous avons démontré 
que, comparativement aux cœurs de rats sham, les coeurs de rats ACF affichaient une 
moins bonne récupération fonctionnelle (Figure 20) et une perte d’intégrité cellulaire 
(telle qu’évaluée par la relâche de LDH) (Figure 21), tandis que les mitochondries 
isolées à la fin de la reperfusion affichaient des fonctions respiratoires réduites ainsi 
qu’une augmentation de l’ouverture du PTP (Figure 21). Nous avons également 
montré que l’ouverture accrue du PTP dans les cœurs ACF était associée à une plus 
grande relâche de cytochrome c et de Smac/Diablo dans le cytosol (Figure 22), 






Figure 20: Réponse du myocarde à une ischémie-réperfusion ex vivo chez des 
animaux Sham et ACF. La figure montre l’évolution de la fréquence cardiaque 
(BPM), la pression développée par le ventricule gauche (LVDP), la pression 
diastolique et du débit coronarien chez des cœurs Sham et ACF soumis à une 
ischémie à faible débit (3% du débit coronaire préischémique), avec présence d’un 
stress adrénergique (100 µM noradrénaline). Par souci de clarté, les valeurs obtenues 
pour les cœurs qui n’ont pas été soumis à une I-R (n=4 dans chacun des groupes) et 
qui ont servi à déterminer les valeurs basales de distribution du [3H]-DOG ne sont pas 
représentées. Après une période initiale de dix minutes de stabilisation, les cœurs sont 
perfusés avec le tampon KH contenant du [3H]-DOG tel qu’indiqué. Cinq minutes 
avant l’ischémie, le cœur est perfusé avec du tampon KH sans radioactivité pour 
éliminer le [3H]-DOG extracellulaire. Durant cette phase, l’infusion de 
norépinéphrine (100µM) est amorcée et maintenue pour le reste de la perfusion. La 
LVDP est calculée par différence entre les pressions systolique et diastolique. * : 





Figure 21 : Relâche de LDH, séquestration mitochondriale du [3H]-DOG et 
mesure de la fonction respiratoire sur mitochondries isolées postréperfusion 
dans les groupes Sham et ACF. La figure A présente l’aire sous la courbe de la 
relâche de LDH dans le perfusat durant la réperfusion. La relâche de LDH est 
calculée en multipliant la valeur du débit (en mL/min/g de tissu frais) par la 
concentration en LDH (en mU/min/g de tissu frais). La figure B montre l’index de 
séquestration du [3H]-DOG exprimé comme le ratio DPM de la fraction 
mitochondriale/DPM du tissu (voir méthodologie pour plus de détails) chez les cœurs 
n’ayant pas subi d’ischémie (NI) (n=4 dans chaque groupe) et chez les cœurs ayant 
subi une I-R (n=9 et n=8 pour Sham et ACF). La figure C montre la respiration basale 
(V0) et la respiration maximale stimulée par l’ADP (VADP) mesurée sur les 
mitochondries isolées à l’issue de la perfusion.  
 
 
Figure 22: Relâche de cytochrome c et de Smac/Diablo dans le cytosol lors d’une 





Lors d’études ultérieures, nous avons tenté d’identifier le ou les mécanismes 
impliqués dans cette sensibilité mitochondriale [153]. Nous avons mesuré 
l’abondance et la localisation de la cyclophiline-D (CypD), un régulateur de 
l’ouverture du PTP, ainsi que la production de ROS par la chaîne respiratoire. La 
quantité de CypD dans la fraction mitochondriale totale était  augmentée de 80% dans 
le groupe ACF, comparativement au groupe Sham. De plus, la quantité de CypD 
retrouvée dans la portion membranaire de la fraction mitochondriale était 3,7 fois plus 
importante chez les ACF que chez les Sham. Par ailleurs, les mitochondries des 
animaux ACF produisaient plus de ROS que celles des animaux Sham. De manière 
intéressante, nous avons également démontré que la translocation de la CypD à la 
fraction membranaire était favorisée par le stress oxydant. En effet, l’incubation de 
mitochondries avec des concentrations croissantes de terbutylhyroperoxyde in vitro 
était associée à une augmentation dose dépendante du recrutement membranaire de la 
CypD et une sensibilisation à l’ouverture du PTP. Globalement, les résultats de cette 
étude nous ont donc amenés à formuler l’hypothèse que l’augmentation de 
l’abondance de CypD et sa translocation à la membrane mitochondriale, possiblement 
via une production de ROS accrue, pourraient expliquer au moins en partie la 
vulnérabilité mitochondriale au stress chez les rats WKHA soumis à un ACF [153].  
 
Pris dans leur ensemble les résultats de nos expériences ont fourni la première 
démonstration que dans les cœurs en remodelage ventriculaire pathologique, une 
vulnérabilité mitochondriale à l’ouverture du PTP se développe au cours de la phase 
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compensée d’hypertrophie alors que les mitochondries ne présentent aucune 
dysfonction respiratoire évidente à l’état basal. Ce phénomène a été observé in vitro 
sur des mitochondries isolées et in situ dans le cœur entier perfusé. Nous pensons que 
ce phénomène pourrait jouer un rôle dans la progression vers la décompensation 
cardiaque. En effet, les cardiomyocytes d’un cœur hypertrophié sont exposés de 
manière chronique à des stress qui favorisent l’ouverture du PTP telles qu’une 
augmentation de la production de radicaux libres [101, 154, 155], une modification de 
l’homéostasie calcique [156, 157], et des ischémies transitoires partielles [101, 105]. 
L’incapacité de certaines mitochondries à tolérer ces stress pourrait déclencher 
l’ouverture du PTP, l’activation de la mort cellulaire et la perte de myocytes 
cardiaques. Ceci pourrait engendrer un cercle vicieux augmentant sans cesse le niveau 
de stress infligé au cardiomyocytes, menant ainsi à la décompensation cardiaque.  
 
Bien que les résultats obtenus dans ces deux études [1, 153] aient clairement 
démontré la présence d’une vulnérabilité précoce à l’ouverture du PTP, elles n’ont 
pas permis d’établir un lien causal avec la progression vers l’insuffisance cardiaque. 
L’objectif de la première étude de cette thèse était donc d’établir ce lien, en 
comparant deux souches de rats affichant des prédispositions génétiques très 
différentes au développement de l’insuffisance cardiaque en réponse à l’ACF : 1) la 
souche WKHA qui est résistante et n’affiche qu’une mortalité de 18% avant 39 
semaines post-chirurgie et 2) la souche Sprague-Dawley (SD) qui est susceptible et 
affiche une mortalité de 64% sur la même période. Plus spécifiquement nous avons 




les animaux progressant plus rapidement vers l’insuffisance (i.e. chez les rats SD vs 
les WKHA) et b) si la vulnérabilité mitochondriale observée dans la phase précoce du 
remodelage progressait vers les dysfonctions mitochondriales plus sévères avec 
l’avancement de la pathologie. 
 
4 LA DYSTROPHIE MUSCULAIRE DE DUCHENNE 
Une autre question d’importance sur laquelle nous nous sommes penchés est 
celle de déterminer si la vulnérabilité mitochondriale précoce est un phénomène 
observable dans d’autres cardiopathies présentant des étiologies différentes de celle 
de la surcharge volumique. Dans cette optique, nous nous sommes intéressés à la 
dystrophie musculaire de Duchenne (DMD), une maladie génétique causée par la 
mutation de la protéine cytosquelettique dystrophine. En effet, tel qu’élaboré dans 
cette section, le développement progressif de cardiomyopathie survient fréquemment 
chez les patients DMD et constitue une cause importante de mortalité. Par ailleurs, 
chez la souris mdx, le modèle murin de la DMD, le cœur présente une vulnérabilité 
précoce au stress dès le jeune âge en absence de cardiomyopathie, ce qui fait penser 
dans une certaine mesure aux observations que nous avons faites dans le modèle ACF 
chez le Rat. Finalement, bien que la pathogenèse ne soit pas encore très bien 
comprise, il existe des évidences dans la littérature suggérant que les mitochondries, 




4.1 Cardiomyopathie reliée à la dystrophine 
La dytrophie musculaire de Duchenne (DMD), qui doit son nom à Guillaume 
Duchenne qui en fit la description en 1858, est la dystrophie la plus fréquente et 
touche un nouveau-né mâle sur 3 500 [158]. La DMD est due à une mutation dans le 
gène de la dystrophine, une protéine de 427 kD codée dans le chromosome X jouant 
un rôle clé dans le complexe dystroglycan liant le cytosquelette à la matrice extra 
cellulaire. L’absence de dystrophine fonctionnelle dans le muscle strié provoque une 
fragilité cellulaire, particulièrement au stress mécanique, et augmente ainsi la 
perméabilité membranaire. Les muscles squelettiques, qui sont les premiers touchés 
chez ces patients, présentent une dégénérescence progressive au cours de laquelle les 
fibres musculaires endommagées, incapables de se réparer adéquatement, sont 
graduellement remplacées par du tissu conjonctif et des dépôts lipidiques [159]. 
Ultimement, ce phénomène entraîne une faiblesse musculaire forçant les patients à 
recourir à la chaise roulante vers l’âge de dix à douze ans [159]. La plupart des 
patients atteints de DMD développent à plus long terme une cardiomyopathie dilatée 
qui est responsable de 20 % des mortalités, vers l’âge de 20-30 ans [158]. Cette 
cardiopathie est également observée dans la dystrophie musculaire de Becker (BMD), 
une forme plus bénigne de la DMD, ainsi que dans d’autres cardiomyopathies liées au 
chromosome X [158]. Dans ces trois pathologies, le cœur est affecté à divers degrés 
selon le stade de la maladie et le type de mutation. Au plan patho-anatomique, la 
cardiomyopathie, tout comme dans le muscle squelettique, se caractérise par 
l’apparition de lésions nécrotiques focales et le remplacement progressif du tissu 




ventricule gauche est le plus affecté, épargnant le ventricule droit et les oreillettes. 
Cliniquement, les patients DMD présentent initialement des anormalités à l’ECG 
auxquelles s’ajoutent progressivement une dysfonction ventriculaire et des arythmies, 
l’ensemble culminant éventuellement en une défaillance cardiaque [158].  
 
De façon intéressante, la souris mdx présente une progression pathologique 
très similaire à celle qui est observée chez l’Homme. Les animaux développent 
notamment une cardiomyopathie au cours du vieillissement [158]. Les évidences 
électrophysiologiques et histologiques de la pathologie apparaissent typiquement vers 
vingt-cinq à trente semaine d’âge. [160]. Vers la quarantième semaine, les animaux 
présentent une franche fibrose du ventricule gauche, une dilatation cardiaque ainsi 
qu’une détérioration des fonctions contractiles qui continue de se dégrader jusqu’au 
décès [160-162].  
 
4.2 Vulnérabilité du tissu musculaire au stress 
Dans le muscle squelettique, la susceptibilité au dommage induit par le stress 
mécanique, particulièrement lors de contractions excentriques, est reconnue comme 
un facteur initiateur de la pathologie [163]. À titre d’exemple, Weller et al. [163] ont 
rapporté que, chez la souris mdx, le muscle tibialis antérieur réagissait positivement 
pour les immunoglobulines G (un indice de nécrose aiguë), comparativement aux 
fibres de muscles normaux, lorsque soumis à un protocole de contractions 
excentriques in vivo. Par ailleurs, d’autres études, portant sur la capacité de diverses 
molécules à diffuser, soit vers l’extérieur [164, 165] ou l’intérieur [166] des fibres 
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musculaires, ont de façon générale rapporté une plus grande perméabilité du 
sarcolemme postexercice chez la souris mdx. 
 
De la même manière, plusieurs études ont démontré que l’augmentation du 
travail cardiaque accélérait le développement de la cardiomyopathie chez la souris 
mdx [10, 167, 168]. En effet, i) la course sur tapis roulant [167], ii)  l'administration 
aiguë in vivo d'un β- adrénergique [169], iii)  la perfusion cardiaque ex vivo en mode 
travaillant [7, 169], et iv) la surcharge pressive induite par la constriction aortique 
[10, 168] ont été associées à un accroissement des lésions sarcolemmales et, dans 
certains cas, à une mortalité accrue chez les souris mdx comparativement aux souris 
contrôles. Fait notable, cette vulnérabilité au stress a de manière générale été observée 
chez de jeunes souris (i.e. âgées de moins de 16 semaines), en absence de tout signe 
clinique de cardiomyopathie [170], suggérant que des dommages sub-cliniques 








Figure 23 : Effet d’un stress mécanique sur le dommage cardiaque et la survie 
chez la souris mdx. La figure du haut présente le nombre de cardiomyocytes 
présentant un marquage positif à la sonde vitale bleu d’Evans, lors de différents tests 
visant à augmenter le stress mécanique, soit l’injection d’isoprotérénol, ou 10sec 
d’occlusion de l’aorte. Les valeurs moyennes et les  écarts types sont représentés. La 
figure du bas présente la courbe de survie d’animaux ayant subi une constriction 





4.3 Mécanismes impliqués dans la vulnérabilité des cardiomyocytes au stress 
et relation avec les mitochondries 
 
Bien que la cause primaire de la DMD (i.e. l’absence de dystrophine) soit 
connue depuis plusieurs années, les mécanismes moléculaires impliqués dans cette 
susceptibilité musculaire au stress et dans le développement de la pathologie 
demeurent encore mal compris, particulièrement dans le cœur, où la littérature est 
moins abondante que pour le muscle squelettique. Une conclusion a cependant été 
établie grâce aux travaux réalisés au cours des dix dernières années : l’instabilité et la 
rupture de la membrane sarcolemmale des cardiomyocytes causée par l’absence de 
dystrophine fonctionnelle ne peut à elle seule expliquer le développement de la 
cardiopathie. Cette section abordera donc, dans un premier temps, les principaux 
facteurs qui semblent impliqués dans le processus pathologique au niveau des 
cardiomyocytes, soit la surcharge calcique, le stress oxydant ainsi que le déficit en 
oxyde nitrique (NO). Compte tenu des objectifs de la thèse, une attention particulière 
sera portée à l’interrelation entre ces facteurs et les mitochondries. Une revue des 
études ayant spécifiquement investigué la présence de dysfonctions mitochondriales 
primaires dans la DMD sera également présentée. Finalement, l’usage de stratégies 








4.3.1 Surcharge calcique 
L’entrée excessive de calcium en provenance du milieu extracellulaire est une 
des caractéristiques de la DMD [159]. En effet, bien qu’une augmentation chronique 
de la concentration de calcium libre intracellulaire ne soit pas systématiquement 
rapportée dans les fibres musculaires dystrophiques [6, 8, 171, 172], il est clair que le 
stress mécanique engendre une augmentation de la prise calcique autant dans les 
fibres musculaires [8]  que dans les cardiomyocytes [6, 9]. 
 
Bien que ceci ait été initialement attribué aux microdéchirures du sarcolemme 
induites par le stress mécanique [9, 173], il est maintenant bien établi que d’autres 
mécanismes y contribuent [159]. En effet, plusieurs études ont démontré que 
l’imposition d’un stress mécanique sur des myocytes (squelettiques et cardiaques) 
menait à l’activation aberrante de plusieurs canaux calciques notamment : 1) les 
canaux calciques voltage indépendants sensibles à l’étirement (SACs) [174, 175], 2) 
les canaux calciques réserve dépendants (SOCs) [176-178], qui inclue la famille des 
récepteurs transitoires au potentiel canonique (TRPC) et 3) les récepteurs à la 
ryanodine [179]. Par ailleurs, Millay et al. [180] ont démontré qu’il était possible 
d‘obtenir un phénotype semblable à celui de la DMD en surexprimant le récepteur 
transitoire au potentiel canonique 3 (TRPC3) dans un muscle par ailleurs normal, 
indiquant clairement le rôle potentiel de ces canaux dans la surcharge calcique et la 
progression de la DMD. Par ailleurs, certaines études effectuées sur le muscle 
squelettique dystrophique ont rapporté une diminution de l’expression de la 
calsequestrine et de la sarcalumenine, deux protéines du réticulum sarcoplasmique 
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impliquées dans le stockage du Ca2+ [181, 182], ce qui pourrait être en partie 
responsable de l’augmentation des niveaux de calcium libre dans le cytosol.  
Cependant, il n’est pas clair si le même phénomène existe dans le cœur. 
 
L’entrée excessive de calcium peut engendrer des conséquences néfastes pour 
la fibre musculaire, notamment au niveau mitochondrial. Plusieurs études réalisées 
sur des cardiomyocytes [183, 184] et des myocytes [185] indiquent que les 
mitochondries, en raison de leur localisation à proximité du réticulum sarcoplasmique 
et des tubules-T, prennent rapidement le Ca2+ entrant dans le cytosol pendant la 
dépolarisation. Ainsi, dans les myocytes dystrophiques, les mitochondries sont 
potentiellement plus susceptibles à l'afflux accru de Ca2+ lors de l’activation aberrante 
des canaux calciques sarcolemmaux [177, 178]. Tel que discuté à la section 2.3.2.1, 
cette entrée excessive de Ca2+ pourrait engendrer l’ouverture du PTP, ainsi que ses 
conséquences, qui incluent (selon la durée d’ouverture et le nombre de mitochondries 
impliquées) une production accrue de ROS [186, 187], une défaillance énergétique et 
l’activation de la mort cellulaire apoptotique ou nécrotique [56].  
 
Bien qu’aucune donnée ne soit disponible pour le cœur entier chez de jeunes 
souris mdx, cette hypothèse est appuyée par les résultats d’une étude récente de Jung 
et al. [6], dans laquelle la prise de calcium mitochondriale a été mesurée sur des 
cardiomyocytes isolés et soumis à un stress mécanique in vitro (stress 
hypoosmotique) (Figure 24). Ces auteurs ont démontré une accumulation rapide de 




une perte soudaine de leur potentiel de membrane (ΔΨ), suggérant (mais ne prouvant 
pas) l’ouverture du PTP (Figure 25). L’accumulation rapide de Ca2+ dans les 
mitochondries a également été rapportée au niveau du muscle squelettique par ce 
groupe de recherche, en plus d’une plus grande production de ROS à la suite d’un 
stress hypoosmotique (Figure 26 et 27) [8]. Par ailleurs, il est important de 
mentionner une étude récente du groupe de Molkentin [188] démontrant que 
l’administration d’un ligand de la cyclophiline D (le Debio025) chez la souris mdx 
diminuait la fibrose et le dommage au niveau des muscles squelettiques et ce, de 
façon plus efficace que la prednisone (un glucocorticoïde habituellement utilisé dans 
le traitement de la DMD) [189]. Bien que les auteurs n’aient pas investigué les effets 
de ce traitement sur la pathologie cardiaque, leurs données supportent l’implication 
du PTP dans la progression de la maladie.  
 
Une autre conséquence fâcheuse de l’entrée excessive de calcium dans les 
myocytes déficients en dystrophine est la dégradation des protéines musculaires par 
les calpaines, une famille de protéases activées par le calcium [190-193]. En effet, il a 
été démontré que l’activité des calpaines est plus élevée dans les muscles de souris 
mdx que dans ceux des souris contrôles [193]. Par ailleurs, deux études [194, 195] ont 
démontré que l’inhibition des calpaines, par un traitement avec la leupeptine ou la 
surexpression de la calpastatine, diminuait de manière significative le nombre et la 
taille des lésions musculaires chez la souris mdx [195]. Cependant, la contribution des 




De façon intéressante, la présence de calpaines dans les mitochondries a été 
décrite récemment [196]. Ces calpaines pourraient notamment cliver l’échangeur 
sodium-calcium (NCX), le principal système d’extrusion du Ca2+ mitochondrial 
[196]. Une activité accrue des calpaines mitochondriales chez la souris mdx pourrait 
donc favoriser la surcharge calcique mitochondriale, l’ouverture du PTP et la relâche 
de facteurs pro-apoptotiques dans le cytosol. Cependant, l’activité des calpaines 










Figure 24 : Prise excessive de calcium mitochondrial dans des cardiomyocytes de 
cœurs mdx soumis à un stress mécanique in vitro : (A) Images de fluorescence avec 
la sonde calcique mitochondriale Rhod-2 dans des myocytes mdx, au cours du 
protocole de stress osmotique. (B) Quantification de la fluorescence de Rhod-2 au 
cours du temps pour les zones d’intérêts marquées (1–3 dans A). (C) Résultats 
moyens obtenus pour les cellules mdx (cercles noirs) et les cellules contrôles (cercles 





Figure 25 : Perte du potentiel membranaire mitochondrial dans les 
cadiomyocytes de cœurs mdx soumis à un stress mécanique in vitro. (A) Images de 
fluorescence de la sonde potentiométrique TMRE dans les cardiomyocytes mdx au 
cours du choc oscmotique. (B) Changements de la fluorescence dans les zones 
d’intérêts encadrées en (A), correspondant à des mitochondries individuelles. (C) 
Fraction de mitochondries demeurant polarisées après le choc osmotique dans le 
groupe mdx (ligne noir) et contrôle (ligne grise). n = 10 et 9 cellules, N = 3 et 3 







Figure 26 : Prise excessive de calcium mitochondrial dans des fibres musculaires 
mdx soumises à un stress mécanique in vitro. (A) Images de fluorescence de la 
sonde calcique mitochondriale mag-Rhod-2 dans des cellules mdx avant (image à 
1min), durant (images 4 min) et après (images 6 et 10min) un choc osmotique. (B) 
Histogramme de fréquence présentant la fluorescence dans les mitochondries 
identifiées avant (barres grises) et après (barres rouges) le choc osmotique. (C) 
Augmentation moyenne de fluorescence mitochondriale après le choc osmotique dans 




Figure 27 : La production mitochondriale de superoxyde dans des fibres 
musculaires mdx soumises à un stress mécanique in vitro. (A) Images de 
fluorescence de la sonde MitoSOX dans des fibres musculaires mdx avant (image à 
1 min), durant (image à 6 min) et après (images à 8, 11, 13, et 15 min) le choc 
osmotique. (B) Fluorescence moyenne de la sonde MitoSOX  au cours du temps. (C) 
Pente moyenne mesurée avant et après le choc osmotique dans le groupe mdx (barres 






4.3.2 Les ROS 
Des études récentes, notamment celles du groupe de Dave Allen [175] en 
Australie, ainsi que de Christine Des Rosiers à Montréal [7], ont rapporté la présence 
de stress oxydant précoce (à 9-12 semaines d’âge) dans le cœur de souris mdx, tel que 
mesuré par marquage histochimique avec la sonde dihydroethidine (DHE) et l’activité 
tissulaire de l’aconitase (Figure 28) et de la NADP-isocitrate déshydrogénase, deux 
enzymes du cycle de Krebs susceptibles à l’inactivation par les ROS. Par ailleurs, le 
groupe de Niggli a également rapporté une production accrue de ROS dans des 
cardiomyocytes provenant de jeunes souris mdx, telle que mesurée par la fluorescence 





Figure 28 : Intermédiaire du cycle de Krebs du myocarde in vivo et après un 
protocole de perfusion cardiaque en mode travaillant chez des souris contrôles 
C57BL/10 et mdx. Les valeurs sont la moyenne ± SEM pour 6–11 cœurs non 
perfusés (À to C) et perfusés (D to F). Les quantités d’intermédiaires du cycle de 
Krebs des cœurs C57BL/10 (barres pleines) et les mdx (barres vides) ont été 
quantifiés par GCMS et par spectrophotométrie pour l’aconitase. P < 0.05, 
P < 0.01, et P < 0.001 pour le cœur de souris mdx vs. contrôle C57BL/10. Adapté 





Deux sources de stress oxydant semblent impliquées dans ce phénomène. La 
première source est la NADPH oxydase, un complexe enzymatique lié principalement 
au sarcolemme produisant l’anion superoxyde à partir du NADPH cellulaire et de 
l’oxygène. Plusieurs évidences expérimentales supportent l’implication de cette 
enzyme, les plus importantes étant : 1) une activité accrue de l’enzyme mesurée dans 
le cœur entier [197], et 2) une plus grande expression de la sous-unité catalytique 
gp91phox [8, 197] et de la sous-unité régulatrice Rac1 [197]. 
 
La seconde source de stress oxydant est vraisemblablement la mitochondrie, 
telle que suggérée par 1) la diminution dans le tissu cardiaque de l’activité de 
l’aconitase et de la NADP isocitrate déshydrogénase, deux marqueurs reconnus du 
stress oxydant mitochondrial [7] et 2) la production accrue de superoxyde mesurée 
sur des fibres musculaires isolées, à l’aide de MitoSOX (une sonde s’accumulant 
spécifiquement dans ces organelles) [8] (Figure 27). Dans l’étude de Shkryl et al [8], 
il est intéressant de noter qu’à l’état basal, la production de superoxyde mitochondrial 
était similaire dans les fibres musculaires mdx et contrôles et qu’un stress mécanique 
était nécessaire pour observer une production excessive dans le groupe mdx (Figure 
27). Ces données suggèrent donc que la production excessive de superoxyde par les 
mitochondries est secondaire à un événement déclenché par le stress mécanique. Il est 
possible que la surcharge calcique et l’ouverture du PTP, qui tous deux augmentent la 
production mitochondriales de ROS [186, 187], soient les principaux facteurs 
responsables, bien qu’aucune donnée ne permette actuellement de l’établir. Par 
ailleurs, le métabolisme des ROS n’a jamais été investiguée in vitro sur des 
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mitochondries cardiaques isolées. On ne peut donc exclure, à ce stade, que des 
anomalies soient présentes dans les mitochondries cardiaques chez la souris mdx et 
contribuent à augmenter la production de superoxyde ou à diminuer son élimination. 
 
D’autres évidences expérimentales suggèrent l’existence d’une interrelation 
étroite entre le stress oxydant et les anomalies de l’homéostasie du calcium dans la 
DMD. Une démonstration particulièrement frappante provient de l’étude de Williams 
et al. [197] démontrant que l’administration de l’antioxydant N-acetylcystéine 
(NAC), pendant trois semaines chez de jeunes souris mdx (9 semaines d’âge), 
permettait de corriger, partiellement, les anomalies de la dynamique calcique mesurée 
sur des cardiomyocytes isolés. Shkryl et al. [8] ont également démontré que l’entrée 
excessive de Ca2+ , induite par un stress osmotique sur des cardiomyocytes provenant 
de cœurs de souris mdx, était fortement atténuée par  des mimétiques de la superoxide 
dismutase (MnTBAP, Mn-cpx3 et TIRON), ainsi que par des inhibiteurs de la 
NADPH oxidase (DPI et apocynine). Cependant, l’inhibiteur de la xanthine oxydase 
(XO) allopurinol, ainsi que l’inhibiteur de l’oxyde nitrique synthase (NOS) L-NAME,  
étaient sans effets sur l’entrée excessive de Ca2+ [8]. Par contre, bien que des anti-
oxydants ciblés aux mitochondries soient maintenant disponibles, comme le MitoQ 
[198] ou le peptide SS développé par Szeto HH et Schiller PW [199],  leurs effets 
n’ont jamais été testés chez la souris mdx.  
 
Dans l’ensemble, ces données suggèrent donc que le stress oxydant en général 




entrées de calcium dans les myocytes dystrophiques. Puisque l’entrée de Ca2+ stimule 
la production de ROS, ce phénomène pourrait résulter en un cercle vicieux 
d’autoamplification. Bien que les mécanismes sous-jacents aux effets du stress 
oxydant sur les entrées calciques n’aient pas été déterminés, une des hypothèses 
émises est que l’oxydation des protéines impliquées dans le mécanisme de couplage 
excitation-contraction, notamment le récepteur à la ryanodine (RyR2, RYR2), la Ca2+ 
ATPase du réticulum sarcoplasmique (SERCA), ainsi que le phospholamban (PLN), 
soit responsable [8, 197]. 
 
 
4.3.3 Déficit de signalisation par l’oxyde nitrique 
La dystrophine, outre son rôle dans la stabilisation de la membrane 
sarcolemmale, semble également agir à titre d’amarrage pour des protéines 
intracellulaires impliquées dans la signalisation [200]. C’est notamment le cas pour la 
forme neuronale de l’enzyme oxyde nitrique synthase (nNOS) qui se trouve 
normalement liée à la dystrophine par l’intermédiaire de la synthrophine [201]. Dans 
la DMD, la mutation de la dystrophine tronque la portion C-terminale de la 
dystrophine à laquelle se lie normalement la synthrophine, résultant en une 
délocalisation de la nNOS [202], une forte baisse de son activité et un déficit de 
signalisation NO-dépendante dans les fibres musculaires squelettiques [203-205]. 
Wehling et al. [203] ont démontré que cette anomalie contribuait au phénotype 
dystrophique. Dans cette étude, les auteurs ont en effet observé que l’insertion dans le 
muscle squelettique d’un transgène contenant la nNOS permettait de diminuer 
l’inflammation musculaire et la lyse membranaire [203]. Au niveau cardiaque,  bien 
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que la délocalisation de la nNOS n’ait pas encore été établie,  une diminution de 
l’activité de la nNOS de l’ordre de 80 % a été rapportée [161]. De plus, l’expression 
forcée d’un transgène contenant nNOS s’est avérée capable de corriger en partie les 
anomalies électrocardiographiques typiquement observées chez la souris mdx. [206].  
 
Bien que ce déficit de signalisation NO-dépendant contribue à la pathologie, 
autant dans le muscle squelettique que le cœur [169, 203, 206], les mécanismes 
cellulaires demeurent encore mal définis, bien que différentes hypothèses soient 
actuellement suggérées. Le premier mécanisme suggéré est un défaut de 
vasodilatation au niveau de la circulation locale causé par le déficit en NO [207-210]. 
Dans le muscle squelettique, ceci induirait des ischémies focales qui pourraient 
expliquer la présence de nécrose régionale typiquement retrouvée chez la souris mdx 
[207] et d’autres modèles animaux de dystrophie [208-210]. Cette ischémie 
transitoire musculaire a également été démontrée chez des patients DMD [211]. 
Cependant, la contribution de ce mécanisme dans le cœur demeure controversée. En 
effet, des études de tomographie à émission de positrons ont démontré que la réserve 
coronaire était essentiellement normale chez les patients DMD [212]. De même, le 
débit coronaire mesuré sur des cœurs de souris mdx perfusé ex vivo en mode 
travaillant est similaire à celui des cœurs normaux [7].  
 
Un des principaux médiateurs du NO dans les cardiomyocytes est le GMPc 
produit par l’isoforme soluble de la guanylatse cyclase (sGC). Le GMPc est un 




kinases, de canaux inoniques et de phosphodiestérases. Une des cibles principales du 
GMPc est la serine/thréonine kinase GMPc-dépendante (PKG), une protéine exerçant 
des effets intracellulaires multiples en phosphorylant plusieurs cibles. Tel qu’élaboré 
ci-bas, un déficit en signalisation cGMP/PKG dans les cardiomyocytes explique, au 
moins en partie, la susceptibilité précoce du cœur dystrophique au stress mécanique. 
 
La principale évidence expérimentale en faveur de cette hypothèse provient 
d’une étude récente du laboratoire de Christine Des Rosiers à l’Institut de Cardiologie 
de Montréal [169]. Dans cette étude, les auteurs ont démontré que la correction du 
déficit de signalisation GMPc/PKG par l’expression d’une forme constitutivement 
active de la guanylate cyclase soluble dans les cardiomyocytes de jeunes souris mdx 
(12 semaines) diminuait de façon significative le dommage cardiaque induit par un 
stress hémodynamique à l’isoproterenol (Figure 29) ou par perfusion cardiaque en 
mode travaillant (Figure 30). Un effet protecteur similaire était également observé 
chez des souris mdx à la suite d’un traitement d’une durée de six semaines avec le 
sildénafil (0,7 mg/kg i.p.), un inhibiteur de la dégradation du GMPc par la 





Figure 29 : Fréquence cardiaque et quantification des dommages au sarcolemme 
des cardiomyocytes in vivo, à la suite d’une forte augmentation du stress 
mécanique cardiaque par la perfusion d'isoprotérénol chez les souris mdx et mdx 
/ GC + / 0.Les valeurs sont la moyenne ± SEM pour 4–6 expériences chez les mdx 
(barres pleines) ou les mdx / GC + / 0 (barres vides). La fréquence cardiaque était 
mesurée en permanence par un électrocardiogramme (A), et les dommages au 
sarcolemme des cardiomyocytes ont été évalués en utilisant le colorant bleu Evans 
(B). P < 0.001 pour le cœur de souris mdx vs les mdx / GC + / 0. Adapté de 






Figure 30 : Paramètres fonctionnels et physiologiques lors d’un protocole de 
perfusion cardiaque en mode travaillant sur de souris mdx et mdx/GC+/0 de 12 et 
20 semaines. Les valeurs sont exprimées par la moyenne ± SEM et représentent la 
moyenne pour 20 à 30min de perfusion. Le groupe mdx (barres pleines) et mdx/GC+/0 
(barres ouvertes) a un n = 4 souris par groupe. *, P < 0.05; **, P < 0.001 mdx vs. 
mdx/GC+/0. LVEDP, left ventricular end-diastolic pressure; RPP, rate-pressure 





Figure 31 : Fréquence cardiaque et quantification des dommages au sarcolemme 
des cardiomyocytes in vivo, à la suite d’une forte augmentation du stress 
mécanique cardiaque par la perfusion d'isoprotérénol chez les souris mdx 
traitées au sildénafil ou avec le placebo.Les valeurs sont la moyenne ± SEM pour 
4–6 expériences chez le groupe placebo (barres pleines) ou sildénafil (barres vides). 
La fréquence cardiaque était mesurée en permanence par un électrocardiogramme 
(A), et les dommages au sarcolemme des cardiomyocytes ont été évalués en utilisant 
le colorant bleu Evans (B). P < 0.05, P < 0.01, et #P < 0.001 pour le groupe 




À l’heure actuelle, les mécanismes responsables de cet effet protecteur chez la 
souris mdx sont inconnus, Cependant, il existe plusieurs possibilités, En effet, des 
études ont démontré que le GMPc par l’intermédiaire de PKG limite les entrées de 
calcium cytosolique de plusieurs façons : 1) en inhibant la synthèse d’inositol 
triphosphate (IP3) et la relâche de Ca2+ de réserves intracellulaires via le récepteur à 
l’IP3, 2) en activant SERCA2a et  3) en diminuant l’influx de Ca2+ extracellulaire via 
les canaux de type L [213, 214] et potentiellement les canaux TRPC [215]. Un déficit 
de signalisation GMPc/PKG pourrait donc en théorie être un des facteurs expliquant 
les entrées excessives de calcium observées dans les myocytes dystrophiques (voir 
4.3.1). 
 
D’autre part, plusieurs études ont démontré que l’axe de signalisation GMPc-
PKG induisait une protection cardiaque [216, 217] similaire à celle du 
préconditionnement ischémique, dans laquelle les mitochondries jouent un rôle 
important [86, 218-220]. En effet, des études menées chez le lapin et la souris ont 
démontré que l’augmentation des niveaux de GMPc, induite par l’administration 
aiguë de sildénafil 30 min à 24 heures avant une période d’ischémie-reperfusion, 
diminuait la taille de l’infarctus [216, 217] (Figure 32). De manière similaire, une 
autre étude a rapporté que l’administration de sildénafil chez des souris traitées à la 
doxorubicine résultait en une amélioration des fonctions cardiaques et une diminution 
de l’activité de la voie mitochondriale de l’apoptose [221]. Fait notable, les études de 
Ockaili [216] et Salloum [222] ont démontré que l’effet protecteur du sildénafil était 
aboli par l’administration de 5-HD, un inhibiteur des canaux KATP mitochondriaux, 
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suggérant que les mitochondries jouaient un rôle clé dans l’effet protecteur du GMPc. 
Par ailleurs, des expériences réalisées sur des mitochondries cardiaques isolées ont 
démontré que l’ajout de PKG recombinante et de GMPc in vitro résultait en une 
inhibition de l’ouverture du PTP, via un mécanisme impliquant l’ouverture des 
canaux KATP. [223, 224]. Bien qu’aucune donnée directe ne permet de l’établir à 
l’heure actuelle, il est donc possible que le déficit de signalisation GMPc/PKG dans le 
cœur des souris mdx rende ce mécanisme de protection inefficace et induise une 
vulnérabilité mitochondriale à l’ouverture du PTP en période de stress. En support à 
cette hypothèse, le laboratoire de Christine Des Rosiers a démontré que l’expression 
du transgène sGC dans le cœur mdx permettait d’abolir la perte d’intermédiaire du 
cycle de Krebs, observée dans les cœurs mdx par rapport aux cœurs contrôles (Figure 
33). Bien que ces mesures ne reflètent pas directement l’ouverture du PTP, elles 
suggèrent néanmoins la présence d’anomalies mitochondriales qui sont corrigeables 





Figure 32 : Effet du Sildenafil et/ou du 1400W sur la taille de l’infarctus (haut) et la 






Figure 33 : Intermédiaire du cycle de Krebs après un protocole de perfusion 
cardiaque en mode travaillant chez des souris mdx et mdx / GC + / 0. Les valeurs 
sont la moyenne ± SEM pour quatre cœurs par groupe. Les quantités d’intermédiaires 
du cycle de Krebs des cœurs mdx (barres pleines) et mdx / GC + / 0 (barres vides) ont 
été quantifiées par GCMS et par spectrophotométrie. P < 0.05 pour les cœurs de 




4.3.4 Anomalies au niveau de l’oxydation phosphorylante : 
 
Seulement quelques études se sont penchées sur l’impact de la DMD sur 
l’oxydation phosphorylante. Chez la souris mdx âgée de 16-24 semaines, Kuznetsov 
et al. [225] ont rapporté une perte de capacité respiratoire mesurée sur des fibres 
musculaires perméabilisées et des mitochondries isolées, ainsi qu’une diminution de 
l’expression de plusieurs ARNm encodés dans l’ADN mitochondrial, suggérant la 
présence d’importantes anomalies respiratoires. Des dysfonctions respiratoires ont 
également été rapportées dans le muscle squelettique de patients DMD [226]. 
Cependant, dans l’étude de Kuznetsov et al. [225], des analyses similaires n’ont 
rapporté aucune anomalie au niveau cardiaque, qui, rappelons-le, ne présente pas 
encore de signes de cardiomyopathie à l’âge où les souris ont été étudiées. Ces 
données suggèrent donc que les anomalies de l’oxydation phosphorylante sont 
observables seulement lorsqu’une pathologie franche est déjà installée.  
 
À la lumière des évidences disponibles dans la littérature, trois études (études 
2, 3 et 4), portant sur la phase précoce de la cardiomyopathie associée à la DMD, ont 
donc été réalisées à l’aide de la souris mdx. Dans la première étude, publiée dans The 
Journal of Molecular and Cellular Cardiology, nous avons développé un modèle 
expérimental de perfusion cardiaque ex vivo permettant de quantifier directement 
l’ouverture du PTP et ses conséquences dans le cœur entier soumis à une ischémie-
reperfusion. Dans la seconde étude, publiée dans The American Journal of 
Physiology, nous avons poursuivi les travaux initiés par l’équipe de Christine Des 
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Rosiers, en déterminant de façon directe si l’effet protecteur du sildénafil contre le 
dommage cardiaque induit par le stress impliquait une inhibition de l’ouverture du 
PTP. Dans cette étude, nous avons également investigué certains facteurs 
potentiellement impliqués dans la susceptibilité mitochondriale à l’ouverture du PTP 
dans le cœur mdx. Finalement, dans la troisième étude qui sera soumise pour 
publication prochainement, nous avons investigué l’effet d’un anti-oxydant ciblé aux 
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In humans, volume overload (VOL) increases the risk of sudden cardiac death, 
but there is also important inter-individual variability, presumably because of 
differences in genetic backgrounds. Although VOL has rapid effects on myocardial 
properties, it is not known to which extent the severity of these early responses 
correlate with the effect of sustained VOL on mortality. In order to test this question, 
we induced VOL in male rats from two genetically distinct strains [i.e., Sprague–
Dawley (SD) and Wistar Kyoto-derived Hyperactive (WKHA) rats] by creating a 
surgical aorto-caval fistula (ACF). Only 36% of SD rats remained alive after 
39 weeks of ACF, in contrast to 82% of the operated WKHA rats. We also monitored 
myocardial hemodynamic function, mitochondrial properties, left ventricular (LV) 
morphology and LV wall diastolic properties at different times ranging from 2 to 
12 weeks after either ACF or sham surgery. ACF had a rapid impact on the LV walls 
of both rat strains, but the only variables that were affected to a greater extent in the 
mortality-prone SD strain were normalized LV weight, LV cavity area, and 
myocardial wall stiffness. In contrast, there were only marginal strain-related 
differences in the way ACF affected hemodynamic and mitochondrial functions. 
Thus, while early morphologic responses of LV walls to ACF (along with their 
downstream consequences on myocardial diastolic wall stress) correlated well with 
strain-dependent differences in late mortality, other functional changes showed no 
predictive effects. Close monitoring of early changes in cardiac geometry (as well as 
new methods to analyze myocardial diastolic strain) might, therefore, be helpful to 
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Chronic increases in cardiac workload induce structural ventricular changes 
(also referred to as “cardiac remodeling”). In pathologic situations, such remodeling 
may initially constitute an adaptive mechanism that accompanies a phase called 
compensated hypertrophy, but over time, it may become maladaptive and eventually 
lead to decompensated heart failure [1]. However, why and how the transition from 
compensated hypertrophy to decompensated heart failure does occur remains largely 
unknown, and these questions keep representing an important area of discovery in the 
field of heart failure research [2].  
Concentric hypertrophy (related to pressure overload) and eccentric 
hypertrophy (related to volume overload) constitute two major traditional patterns of 
cardiac remodeling [3]. Pure volume overload (VOL) typically occurs in the cases of 
mitral regurgitation [4]. Although this condition may be tolerated for a long time in 
some patients, it is nonetheless associated with a high mortality rate [5, 6]. In 
particular, the risk of sudden death due to rapid and irreversible left ventricular 
dysfunction is increased 10–100 times in such patients [7, 8]. Strikingly, sudden 
declines in cardiac function may occur in patients who were otherwise asymptomatic 
previously [5, 7], which further illustrates the potential utility of good predictors. 
Animal models of VOL might be useful in this regard. In rats, VOL can be induced 
experimentally by surgically creating an aorto-caval fistula (ACF) [9]. Within a 
matter of hours, this maneuver induces profound changes in ventricular collagen 




functional, and biochemical changes in subsequent weeks [12–15]. Eventually, death 
by congestive heart failure may occur at a later stage. For instance, male outbred 
Sprague–Dawley (SD) rats with ACF die from sudden and irreversible congestive 
heart failure within a period of time ranging from 4 to 32 weeks after operation [14]. 
Nonetheless, the length of the time window during which mortality occurs in these 
animals indicates that there is considerable inter-individual variability in the mortality 
response.  
In the course of preliminary experiments, we induced ACF in a genetically 
different and distant inbred rat strain called Wistar Kyoto-derived Hyperactive 
(WKHA), and have observed that there was very little post-ACF mortality in that 
strain despite the fact that the surgery induced considerable remodeling of the 
ventricles [16]. Given the fact that late mortality could be predicted in these 2 
different rat strains on the basis of their different genetic background, we reasoned 
that differences in the early effects of ACF on the hearts of these 2 strains might lead 
to the identification of elements of the response that are most likely predictors of later 
mortality. We, therefore, measured several morphologic, hemodynamic, and 
biochemical variables as well as indices of mitochondrial vulnerability at several 
times (ranging from 2 to 12 weeks) after induction of ACF in male animals from both 
strains.  
MATERIAL AND METHODS 
Animals and surgical procedures 
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All procedures on animals were approved by the Institut de Recherches 
Cliniques de Montréal (IRCM) Institutional Animal Care Committee and conducted 
according to guidelines issued by the Canadian Council on Animal Care. The inbred 
WKHA/Cfd rats (hereafter identified as WKHA) originated from a colony maintained 
at the IRCM, as registered with the Institute of Laboratory Animal Resources. The 
outbred Hsd:SD rats (hereafter identified as SD) were obtained from the commercial 
vendor Harlan (Indianapolis, IN). These two rat strains are very different from a 
genetic standpoint, as evidenced by the fact that the rate of polymorphisms between 
SD and either WKY or SHR rats (from which the WKHA is derived) averages ~70% 
in a large panel of microsatellite genetic markers (http://www.rgd.mcw.edu). All 
surgeries (either sham or ACF) were performed on males at 10 weeks of age, as 
described previously [9, 17]. Importantly, we verified at the time of sacrifice that a 
functional fistula could indeed be observed de visu in all ACF-operated animals. The 
rare cases of ACF animals where a functional fistula was no longer obvious at the 
time of sacrifice were not included in the experimental group.  
For mortality experiments, we performed ACF surgery on 22 SD and 13 
WKHA male rats, sham surgery on 10 SD male rats, and followed all animals 
longitudinally for 40 weeks. Of note, it had previously been reported that ACF-
induced CHF could be detected when signs of labored respiration occurred along with 
a gain of body weight >50 g over 7 days [14]. Our own pilot experiments confirmed 
that all animals displaying such symptoms invariably died within the next following 
few days. All experimental animals were, therefore, sacrificed as soon as CHF could 




operated SD rats between 10 and 15 weeks after surgery, we collected the hearts of 
these animals (along with that of sham-operated age-matched healthy SD 
counterparts) for measurements of cardiac mitochondria functions (see below).  
Hemodynamic measurements 
Either sham or ACF surgery was performed on groups of 7–8 male SD and 
WKHA rats. Sham animals were sacrificed 2 weeks after the surgery. ACF animals 
were sacrificed at either 2, 4, or 8 weeks after surgery. One day before sacrifice, 
cardiac functional variables were measured in sedated animals with a Fr-2 single 
sensor pressure catheter (Millar Instruments; Houson, TX) and acquired with a 
PowerLab/8 nSP acquisition system (ADInstruments; Colorado Springs, CO) as 
described previously [17]. Measured variables were LV end-systolic pressure 
(LVESP), the maximum rate of positive (dP/dt max) and negative (dP/dt min) 
pressure changes, and the difference in LV diastolic pressure (delta LVDP) between 
the beginning and the end of the diastole).  
Diastolic LV wall and chamber characteristics 
Groups of SD and WKHA (n = 6–8 per group) were sacrificed at 4 weeks 
after either ACF or sham surgery and the heart from each animal was removed with 
the ascending aorta attached. A PE90 catheter was inserted into the aorta above the 
level of insertion of the coronary arteries, and the heart was infused with a cold 
isotonic solution containing 100 mM KCl and 50 mM NaCl. After diastolic arrest was 
obtained, the catheter was pushed further into the LV cavity, and the latter was rinsed 
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with saline solution. In order to construct passive pressure–volume (P–V) curves, the 
LV was filled with saline using a catheter connected to a pump delivering 11.3 μl/s, 
and pressure was recorded continuously with a calibrated pressure transducer [18]. 
The filling proceeded until intracavital pressure reached 30 mm Hg. After repeating 
this procedure two other times, the LV of each diastole-arrested heart was filled with 
saline to a pressure of 15 mmHg, sealed, and fixed in its distended form in formalin. 
After 24 h of immersion in formalin, sagittal sections (~2 mm thick) were cut at the 
mid-ventricular level from all fixed LVs and examined on each side with a 
stereomicroscope. Images were captured as electronic files and analyzed using the 
Northern Eclipse version 6.0 software from Empix imaging (Mississauga, ON, 
Canada). For each heart section, we measured the surface occupied by the LV wall 
tissue (including septum) and the LV cavity (calculated by averaging the values 
obtained for each side of the section), and the relative wall thickness (RWT, defined 
as the ratio between the 2 previous measurements).  
Wet lung weight was measured right after the time of collecting the hearts. In 
order to normalize organ weight values, tibia length was calculated by performing 
direct measurements on X-ray pictures of the hind legs of each sacrificed animal.  
Passive diastolic wall characteristics were calculated from P–V curves, as 
described previously [19–22]. The diastolic chamber stiffness constant (K C) was 
defined by the equation P = αeβV + P 0, where P 0 is the pressure intercept at V = 0 
and β = K C. The volume required to increase diastolic pressure from 0 to 15 mm Hg 




at LV midwall were calculated using the following equations (assuming LV to be a 
thin-walled sphere). 
 
σ = [1.36 x LVP x LVV2/3]/[(LVV + 0.943 x LVW)2/3] ; 
ε = {[LVV1/3 + (LVV + 0.943 x LVW)1/3] / [V0 + (V0 + 0.943 x LVW)1/3] - 1} x 100.  
The myocardial chamber stiffness constant (K M) was then calculated as P = σ 
e βε + σ0, where σ0 is the pressure intercept at ε = 0 and β = K M [20–22]. Strain15 (ε15) 
corresponded to the diastolic strain caused by a stress of 15 g cm−2. 
In vitro analyses of mitochondrial functions 
Mitochondria were isolated from fresh LV tissue from two types of 
experimental groups: (1) SD and WKHA rats at 4 or 12 weeks after either sham or 
ACF surgery; and (2) SD rats with overt CHF and age-matched healthy SD. 
Mitochondrial functions were analyzed in vitro as described previously [23]. In brief, 
after performing basal ADP-restricted measurements (V 0), 1 mmol/l ADP was added 
to measure the maximal rate of oxidative phosphorylation (V ADP) in presence of 
glutamate-malate (5:2.5 mmol/l). Respiratory control ratio (RCR) was calculated as 
the ratio V ADP/V 0. For anoxia-reoxygenation experiments, aliquots of mitochondria 
(2 mg of protein) were placed in an air-tight, temperature-controlled chamber. The 
organelles consumed all oxygen available in 5 min, anoxia was pursued for a further 
20 min, and reoxygenation was produced by removing the sealed cap and allowing 
equilibration of the stirred mitochondrial suspension with room air. After 20 min of 
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reoxygenation, aliquots of the suspension were transferred in a second chamber for 
the assessment of mitochondrial respiratory function as described above. Experiments 
were performed in the absence and presence of the permeability transtition pore 
(PTP) inhibitor cyclosporin A (CsA, 1 μmol/l). For calcium challenges, aliquots of 
mitochondria were incubated at 22°C in buffer containing glutamate-malate 
(5:2.5 mmol/l). Changes in extra-mitochondrial calcium concentration were 
monitored using Calcium-green 5 N [23]. Calcium pulses (42 nmol/mg prot) were 
added at 2 min intervals until a Ca2+-induced release of mitochondrial Ca2+was 
observed. Calcium retention capacity (CRC) was taken as the total amount of Ca2+ 
accumulated by mitochondria prior to the Ca2+ pulse triggering Ca2+ release.  
Collagen concentration and solubility 
Fresh LV tissue was obtained from groups of SD and WKHA rats 
(n = 6/group) sacrificed at 2, 4, and 8 weeks after either sham or ACF surgery. 
Collagen concentration and solubility were measured as published previously [24], 
with slight modifications. In short, LV tissue was rinsed in saline to remove 
erythrocytes, frozen and pulverized under liquid nitrogen. Aliquots of 200 mg of LV 
powder were then homogenized at 4°C in 3 ml of buffer containing Tris 7.5 50 mM, 
EDTA 5 mM, NaF 20 mM, and a cocktail of protease inhibitors. After centrifugation, 
the pellet was resuspended in 1.6 ml of 0.2 mg/ml pepsin in 0.5 M acetic acid, which 
was divided in 2 tubes containing 0.8 ml each and incubated at 37°C for either 2 or 
24 h. At the end of the incubation with pepsin, the digestion was stopped by 




samples were hydrolyzed by 20 h of incubation at 108°C. At the end of the 
hydrolysis, the samples were centrifuged one more time, the supernatant was 
neutralized by addition of 4 vol of NaOH 1 N, and collagen content was measured by 
quantitating the amount of hydroxyproline in each sample [25]. Total collagen 
corresponded to the quantity measured in the samples after 24 h of pepsin digestion. 
Collagen solubility was calculated as the collagen measured in the samples after 2 h 
of pepsin digestion, expressed as the percentage of total collagen.  
Statistical analyses 
The effects of strains and surgical procedures on all variables were assessed 
by two-way ANOVA followed by Bonferroni’s corrected post hoc t-tests. Differences 




Between the 10th and the 28th week after ACF surgery, SD rats developed 
lethal CHF at a continuous rate, so that 50% of the animals had developed lethal CHF 
after 23 weeks of VOL and only 36% of them remained alive after 39 weeks (Fig. 1). 
In contrast, 82% of operated male WKHA rats remained alive after the same period 
of time. These strain-dependent differences in survival were significant (P = 0.0023), 





Hemodynamic and organ weight characteristics  
Hearts from WKHA and SD male rats were characterized at 2, 4, and 8 weeks 
after induction of ACF and compared to their sham-operated counterparts. 
Hemodynamic measurements are summarized in Table 1. LVESP was maintained 
during the whole period, and was not different between the 2 strains. The maximum 
rates of contraction and relaxation decreased from 2 to 8 weeks in both strains, but if 
anything, contractility was slightly more affected in WKHA, as the decrease in dP/dT 
was significant at all time-points in this strain only. Left ventricular end-diastolic 
pressure (LVEDP) increased in both strains and to a similar extent starting from the 
2 weeks time-point, but did not increase further at longer times. ACF also increased 
the normalized weight of both the LV and RV in a time-dependent fashion. Although 
the magnitude of the effect was similar in both strains for RV weight, ACF increased 
normalized LV weight significantly more in SD than in WKHA, despite the fact that 
it was lower in sham-operated SD than in their WKHA counterparts (Table 2). 
Normalized wet lung weight also increased progressively in both strains. The two-
way ANOVA indicated that there was an overall significant effect of strain, with SD 
lung weight being higher than that from WKHA at all the time-points, and 
significantly so at 2 and 4 weeks after surgery. However, the interaction of strain with 
treatment was not significant, reflecting the fact that lung weight increased to the 






Morphometric measurements were performed on formalin-fixed hearts from 
SD and WKHA 4 weeks after either sham or ACF surgery (Fig. 2). In sham animals, 
cavity area was higher and RWT was lower in SD rats than in their WKHA 
counterparts. All the variables were affected by ACF but to a similar extent in both 
strains, so that there was no significant interaction of strain with treatment. However, 
cavity area after ACF remained larger in SD than in their WKHA counterparts. 
 
Mitochondrial function: 
In vitro studies were performed on mitochondria isolated from the hearts of 
rats after 4 and 12 weeks of either sham or ACF surgery. Baseline respiratory 
functions in mitochondria from ACF animals [including basal ADP-restricted (V 0), 
maximal ADP-stimulated (V ADP) respiration, RCR values] were not different (at both 
time-points and in both strains) from that of control sham animals (Table 3). At 4 and 
12 weeks after ACF, 20 min of anoxia-reoxygenation in vitro reduced V ADP to a 
greater extent than in mitochondria from sham-operated counterparts (except when 
the PTP inhibitor CsA was present during the experiment), but the magnitude of this 
effect of ACF on mitochondrial vulnerability was similar in both strains (Fig. 3). 
Mitochondrial vulnerability was further tested by measuring the sensitivity of isolated 
mitochondria to Ca2+-induced opening of the PTP (Fig 4). In WKHA animals, no 
significant difference in calcium retention capacity (CRC) was observed between 
mitochondria from sham and ACF animals 4 weeks after surgery, but at 12 weeks, 
CRC was 35% lower in the ACF group. In contrast, the reduction in CRC induced by 
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the ACF was already observable at 4 weeks in SD rats, but did not increase in over 
time so that by 12 weeks, the reduction in CRC secondary to the ACF was of similar 
amplitude in both strains. Finally, baseline respiratory function (V 0, V ADP, and RCR) 
where not altered in mitochondria isolated from SD rats dying from CHF in 
comparison to healthy age-matched sham-operated counterparts, thus, providing no 
evidence that the sudden occurrence of CHF in SD rats could be due to a precipitous 
drop in mitochondrial function and myocardial energy supply (Table 3). 
 
Diastolic properties of LV cavity and chamber 
The diastolic chamber properties of LV from SD and WKHA sacrificed at 
4 weeks after either sham or ACF surgery were calculated from the P/V curves 
performed on explanted hearts arrested in diastole. In sham-operated animals, the P/V 
curve of SD rats was shifted to the right compared to that of WKHA counterparts 
(Fig. 5). Accordingly, the distensibility (or compliance) of the LVs from SD (V 15) 
was slightly (although not significantly) greater, meaning that the LV accommodated 
a larger volume for a given filling pressure. The ACF caused a shift to the right of the 
P/V curve in both strains and an increase of V 15. The latter increased more in SD than 
in WKHA, so that the V 15 of SD became significantly higher than that of WKHA 
after ACF. The slopes of the P/V relationships (which correspond to the chamber 
stiffness constant K C) were similar in all groups, but tended to decrease after ACF 





In contrast to the properties of the LV chamber, LV wall properties (calculated 
from the stress–strain curves) differed to a greater extent between experimental 
groups. In sham-operated animals, the stress/strain curve of SD rats was shifted to the 
left compared to that of WKHA counterparts (Fig. 6). Accordingly, the ε15 value of 
LVs from SD rats tended to be lower than in WKHA rats, meaning that a smaller 
degree of stretch was needed to induce a given level of stress within the wall. The 
ACF caused a shift to the left of the stress/strain curve, so that ε15 decreased in both 
strains of rats, but only significantly so in SD. The slopes of the stress–strain curves 
(which corresponds to the myocardial wall stiffness constant K M) were higher in SD 
than in WKHA both in sham and ACF animals, and ACF increased K M to a greater 
extent in SD than in their WKHA counterparts, so that strain interacted significantly 
with the effect of ACF. 
 
Collagen concentration and cross-linking 
Comparisons of total collagen concentration in LV from SD and WKHA at all 
times after either sham or ACF surgery revealed that there was an overall significant 
effect of strain, meaning that, taken together, total collagen was lower in LV from SD 
rats (Fig. 7). ACF increased the % of cross-linked collagen in a time-dependent 
fashion and to the same extent in both strains. However, this also meant that the 
absolute amount of cross-linked collagen was lower in SD across all the time-points 





In experimental animals, VOL has been reported to have several detrimental 
effects on the myocardium, each of which possibly contributing to the transition to 
CHF. At the whole organ level, VOL (in addition to inducing eccentric remodeling) 
increases oxygen consumption, decreases cardiac efficiency, impairs subendocardial 
blood flow, causes abnormal myocardial bioenergetics, and increases the risk of 
ventricular arrhythmias [26–28]. VOL also affects extracellular matrix turnover [10, 
29], mitochondrial vulnerability [23] and recruitment and activation of several types 
of inflammatory cells [30, 31]. While all these events develop in a matter of days or 
weeks after induction of VOL, eventual mortality by CHF occurs only several months 
later, and it is not known to which extent such late events can be predicted on the 
basis of the severity of the early responses.  
Although ACF had rapid effects on the functional, morphologic, and physical 
properties of myocardial walls in both strains, our main finding related to the fact that 
normalized LV weight, LV cavity area, and myocardial wall stiffness were the only 
variables that were affected to a greater extent in the mortality-prone SD strain. In 
contrast, there were only marginal strain-related differences in the way ACF affected 
hemodynamic and mitochondrial functions. These results are similar to data obtained 
in patients, where (1) a correlation could be established between heart dilatation and 
the risk of CHF [32], and (2) heart dilatation was found to be a better predictor of 
CHF than hemodynamic dysfunction [28]. These correlations had allowed others to 




but may contribute by itself to heart failure progression [26, 28]. However, it was not 
possible on the basis of these retrospective observations to determine whether cardiac 
remodeling was a bystander correlate of severe cardiopathy, or whether it could 
contribute (especially at early times during the course of cardiopathy) to increased 
risk of transition to cardiac decompensation. By using two distinct strains of rats 
whose susceptibility to late mortality by sudden CHF could be predicted on the basis 
of their different genetic backgrounds, we obtained evidence that early remodeling 
events could indeed predict whether congestive heart failure will occur at later times.  
In pressure overload, there is accumulation of collagen protein, with 
concomitant fibrosis that can interfere with ventricular performance [33]. In contrast, 
VOL does not cause fibrosis at the stage of compensated hypertrophy (although there 
may be upregulation of collagen gene expression) [34]. However, one should also 
consider collagen cross-linking in addition to just collagen concentration, since 
increased collagen cross-linking causes myocardial stiffness [21], whereas decreased 
cross-linking parallels LV dilatation in models of systolic dysfunction [35]. Although 
there is no fibrosis in VOL-compensated hypertrophy, this condition may lead to an 
increase in collagen cross-linking [36]. Accordingly, we confirmed ourselves that 
VOL indeed increased collagen cross-linking in a time-dependent fashion, but by a 
similar proportion in both strains. However, the final consequence of these 
observations is that total and cross-linked collagen were both lower at all times after 
ACF in SD than in WKHA. Although increased collagen and fibrosis may be 
detrimental, increased degradation by metalloproteases may have deleterious 
consequences as well, as it has been shown to associate to ventricular dilatation in 
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several situations, such as after dissolution of the collagen matrix by injection of 
disulfide reagents [37], at early times after the onset of VOL [12, 29], or in dilated 
cardiomyopathies during end-stage CHF, such as in rapid ventricular pacing in the 
dog or in some idiopathic human dilated cardiomyopathies [33, 38]. It is intriguing to 
speculate that the lower concentrations of total and cross-linked collagen found in SD 
under basal conditions could relate to differences in LV cavity size even prior to the 
occurrence of pathologic situations, and thus constitute risk factors by which 
differences in genetic background could lead to greater susceptibility to dilated 
cardiomyopathy.  
There is an important inter-individual variability in humans with LV VOL 
(caused for instance by mitral or aortic regurgitation) in terms of progression of LV 
remodeling and dysfunction [39, 40]. Thus, for any given degree of volume overload, 
some patients have no or minimal changes in LV geometry and function, whereas 
others have a rapid and often irreversible deterioration of LV geometry and function. 
Such inter-individual or inter-racial variability is usually attributed to differences in 
natural genetic variation. Inbred rodent strains are useful tools in this regard, since 
they show genetic and phenotypic variations that mimic and capture the phenotypic 
diversity characteristic of human populations [41]. The differences found between the 
genetically distinct SD and WKHA rats thus suggest that differences in genetic 
background may greatly influence the susceptibility to dilated cardiopathy in response 
to VOL and this may translate into important differences in terms of survival. 
Although it is still not possible in the clinical setting to identify the patients who have 




increased cardiac risk), our finding also reinforce the utility of a close 
echocardiographic follow-up of LV geometry and function. Although indices of LV 
systolic function markedly underestimate the extent of myocardial impairment in the 
presence of some volume overload cardiopathies such as mitral regurgitation [42], 
dilation of the LV is currently the main criteria presented in the clinical guidelines to 
recommend surgery in patients with mitral or aortic regurgitation [43]. This is in 
keeping with the finding of this study, which also shows that in addition to LV cavity 
size, there are also marked differences in terms of how VOL affects the stress–strain 
relationships in the LV walls of both strains. So far, only a handful of reports have 
suggested that measurements of myocardial strain by recently developed 
echocardiographic modalities (such as speckle tracking) may be useful to detect 
subclinical LV dysfunction [44, 45]. Moreover, since the most frequent cause of LV 
volume overload is mitral regurgitation, other more frequently used indices based on 
mitral flow velocities measured by Doppler are not applicable. However, speckle 
tracking imaging is a methodology that is still in development [46], and additional 
studies are needed to determine whether myocardial strain measured by such 
techniques could improve the detection of diastolic myocardial dysfunction, and 
thereby enhance risk stratification in patients with volume overload cardiopathies.  
Of note, we did not study the exact cause of sudden cardiac death in the 
animals with VOL. Although the increase in LV volume that develops quickly after 
induction of ACF is a necessary adaptation that allows the heart pump to 
accommodate the greater volume imposed by VOL, it is known that the relationship 
between stroke volume and LV volume is not infinitely linear, but is rather an inverse 
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U-shaped curve where stroke volume decreases once LV volume reaches a critical 
maximal value [27]. Likewise, while force development by striated muscle increases 
linearly when muscle stretch increases the length of sarcomeres from 1.8 to 2.2 μm, a 
physical limit is reached when sarcomere length is greater than 2.2 μm, at which point 
muscle work production drops precipitously [47, 48]. There may, thus, be a maximal 
absolute level of stretch and dilatation beyond which optimal pump performance can 
no longer be maintained because of physical limitations, with SD rats reaching that 
limit earlier than WKHA rats. Alternatively, ventricular dilatation is known to be 
companied by extensive electric remodeling, which can contribute to cardiac arrest by 
increasing the susceptibility to arrhythmias [49].  
In conclusion, the early morphologic responses of LV walls to ACF appear to 
constitute good predictors of adverse outcome in the presence of sustained VOL, 
whereas the early effects of ACF on myocardial hemodynamic and mitochondrial 
functions correlate poorly with the effect of ACF on mortality. These manifestations 
might constitute one of the ways by which the genetic background may influence the 
rapidity by which dilated cardiopathy develops in response to VOL. As LV dilatation 
has important downstream consequences on myocardial diastolic wall stress, new 
methods that make it possible to analyze myocardial diastolic strain may provide new 
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Table 1: Hemodynamic values after sham or ACF surgery 
 
 
 LVESP dp/dt min dp/dt max delta LVDP tau 
 SD WKHA SD WKHA SD WKHA SD WKHA SD WKHA 
           
Sham operated 116.0 (9.3)  115.5 (8.6) -6729.3 (666) -6591.9 (726) 5737.6 (736) 6563.8 (957) 6.3 (1.7) 5.7 (1.2) 11.14 (0.68) 10.9 (0.28) 
           
2 weeks ACF (abs.) 113.9 (4.6) 117.9 (8.7) -5824.3 (679) -5570.3 (808) c 5789.0 (1271) 5085.8 (760) c 11.8 (2.3) 11.9 (2) 9.74 (1.07) s 12.16 (1.4) 
2 weeks (% sham) 98.21% 102.08% 86.55% 84.50% 100.90% 77.48% 189.11% 209.25% 87.45% 111.75% 
           
4 weeks ACF (abs.) 120.2 (2.5) 118.9 (16.2) -5752.2 (889) -5290.5 (967) c 4895.6 (1001) 4891.6 (1477) c 13.5 (1.6) 11.8 (3) 10.79 (1.66) s 13.53 (1.78) c 
4 weeks (% sham) 103.62% 102.91%  85.48% 80.26% 85.33% 74.52% 215.05% 207.55% 96.91% 124.31% 
           
8 weeks ACF (abs.) 117.3 (5.1) 111.2 (6.7) -5141.3 (898) c -4592  (481) c 4901 (829) 4203 (757) c 9.6 (3.2) 10.4 (2.4) 12.13 (1.75) 13.05  (1.5) c 
8 weeks (% sham) 101.15% 96.3% 76.40% 69.7% 85.42% 64% 152.70% 184% 108.90% 119.9% 
           
strain effect n.s. n.s. n.s. n.s. P < 0.01 
treatment effect n.s. P < 0.0001 P < 0.0003 P < 0.0001 P < 0.01 
interaction n.s. n.s. n.s. n.s. P < 0.001 
 
 
Absolute values are mean (SD), n = 6-8.  Values in bold correspond to the % of mean value from sham-operated animals of the same 
strain.  c P < 0.01 vs control sham-operated rat from the same strain (by Bonferroni-corrected post-hoc test).  s P < 0.01 vs. the animal 
of the other strain at the same time after surgery (by Bonferroni-corrected post-hoc test).  Results of the 2 way-ANOVA analysis are 








Table 2:  Morphologic values after sham or ACF surgery 
 
 LV/tibia RV/tibia lung/tibia 
 SD WKHA SD WKHA SD WKHA 
       
Sham operated 16.04 (0.87) s 20.37 (1.55) 4.33 (0.19) 4.41 (0.47) 3.64 (0.28) 3.33 (0.1) 
       
2 weeks AVF (absolute) 24.91 (1) c 25.71 (2.02) c 6.44 (0.57) 6.37 (0.68) 4.74 (0.35) s 4.08 (0.57) 
2 weeks (% sham) 155.27% 126.26% 148.58% 144.56% 136.33% 122.44% 
       
4 weeks AVF (absolute) 32.9 (2.83) c, s 29.7 (1.37) c 7.8 (1.6) 8.3 (0.97) 4.9 (0.43) 4.6 (0.55) 
4 weeks (% sham) 204.91% 145.65% 179.58% 187.63% 135.42% 137.74% 
       
8 weeks AVF (absolute) 37.32 (3.34) c, s 33.68 (1.54) c, 9.30 (1.7) 10.11 (0.88) 6.13 (1) s 5.29 (0.76) 
8 weeks (% sham) 232.63% 165.36% 214.49% 229.53% 168.35% 158.81% 
       
strain effect n.s. n.s. p < 0.0001 
treatment effect p < 0.0001 p < 0.0001 p < 0.0001 
interaction p < 0.0001 n.s. n.s. 
 
Absolute values are mean (SD, n = 6-8.  Values in bold correspond to the % of mean value from sham-operated animals of the same 
strain.  c P < 0.01 vs control sham-operated rat from the same strain (by Bonferroni-corrected post-hoc test).  s P < 0.01 vs. the animal 
of the other strain at the same time after surgery (by Bonferroni-corrected post-hoc test).  Results of the 2 way-ANOVA analysis are 
indicated at the bottom of the table. 
 Table 3: Baseline mitochondrial respiratory functions 
 
 
Group Condition SD WKHA 
  Sham ACF Sham ACF 







(32.2) 140.8 (61) 
 RCR 6.2 (0.5) 6.7 (0.5) 7.7 (0.3) 7.6 (0.2) 
      







(31.9) 153.3 (3.1) 
 RCR 6.4 (1.1) 7.4 (1.7) 5.1 (0.8) 6.0 (0.7) 
      
HF V0 32 (6) 32 (3.2) n.a. n.a. 
 VADP 168 (30) 184 (32) n.a. n.a. 
 RCR 5.4 (0.2) 5.6 (0.8) n.a. n.a. 
 
Values are means (SD, n = 8–12 for most groups, except for WKHA after 4 weeks 
(n = 3) and SD in heart failure (HF) and their sham counterparts (n = 4 in each 
group). All the measurements are performed in mitochondria energized with 
glutamate:malate (5:2.5 mM). V 0 and V ADP are expressed as nmole 
O2 min−1 mg prot−1, and RCR as the V 0/V ADP ratio. Values formatted in italics were 
obtained with an electrode that was different from the one used for other 
experimental groups, thus, yielding absolute values that were slightly but 






Fig. 1: Kaplan–Meier survival curves in male SD and WKHA following ACF 
surgery. The strain-dependent differences in survival were significant (P = 0.0023) 
when tested by a log-rank test. 
 
Fig. 2:  Morphologic characteristics of LVs from male SD and WKHA 4 weeks 
after either sham or ACF surgery. Values are means (SD), n = 6 per group. c* and 
c***: P < 0.05 and P < 0.01 vs. control sham, respectively; s** and s***: P < 0.01 
and P < 0.001 vs. similarly operated animal from other strain, respectively 
 
Fig. 3:  Effect of ACF on susceptibility to anoxia-reoxygenation injury.  V ADP 
respiration was measured before (baseline) and after 20 min of anoxia and 20 min of 
reoxygenation in SD (a and b) and WKHA (C and D) rats at 4 weeks (a and c) or 
12 weeks (b and d) post surgery. Experiments were carried out in presence or 
absence of 1 μM cyclosporin A (CsA) added before anoxia. Values are mean (SD) 
for n = 6–9 except in the WKHA 4 weeks group (n = 3). c P < 0.05 vs. control sham-
operated; b P < 0.05 vs. baseline 
 
Fig. 4: Effect of ACF on the sensitivity to Ca2+-induced PTP opening. Typical 
recordings of Ca2+ kinetics in mitochondria from sham (a) and ACF (b) hearts 
energized with glutamate:malate (5:2.5 mM). Each arrow represents the addition of a 
single Ca2+ pulse of 42 nmol/mg prot. c presents values of Ca2+ retention capacity 
(CRC) observed in mitochondria from ACF animals from the SD (■) and WKHA (□) 




mean (SD) for n = 6–12 except in the WKHA 4 weeks group (n = 3). c P < 0.05 vs. 
control sham-operated 
 
Fig. 5.   Diastolic chamber properties of LV from SD and WKHA (sacrificed at 
4 weeks after either sham or ACF surgery). a P/V curves, both at baseline and after 
ACF; the curves of SD rats are shifted to the right compared to their WKHA 
counterparts; each point represents mean ± SE; b the values represent the mean 
values of V 15 (as calculated on curves from each individual animal)  ±SD; c***: 
P < 0.001 vs. control sham; c**: P < 0.01 vs. control sham; s**: P < 0.01 vs. 
similarly operated animal from other strain. c the values represent the mean values of 
K C (as calculated on curves from each individual animal)  ±SD; c*: P < 0.05 vs. 
control sham 
 
Fig. 6.   Diastolic myocardial wall properties of LV from SD and WKHA 
(sacrificed at 4 weeks after either sham or ACF surgery). a stress–strain curves, both 
at baseline and after ACF; the curves of SD rats are shifted to the left compared to 
their WKHA counterparts; each point represents mean ± SE; b the values represent 
the mean values of strain15 (as calculated on curves from each individual animal) 
 ±SD; s**: P < 0.01 vs. similarly operated animal from other strain. c the values 
represent the mean values of K M (as calculated on curves from each individual 
animal)  ±SD; c***: P < 0.001 vs. control sham; c**: P < 0.01 vs. control sham; 
s***: P < 0.001 vs. similarly operated animal from other strain 
 
Fig. 7:  Abundance of total and nonsoluble (i.e., cross-linked) collagen, expressed 
as either absolute values or % of total collagen, in LV from SD and WKHA after 2, 
4, and 8 weeks of either ACF or sham surgery. Values are mean (SD) with n = 6 per 
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group. The two-way ANOVA revealed that the absolute concentrations of total and 
nonsoluble were in general higher in SD than in WKHA rats. However, the only 
difference found significant by the Bonferroni-corrected t-test at individual time-














































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Effect of ACF on rate-pressure product during ischemia and reperfusion. The 
figure shows the evolution of rate-pressure product in sham (●) and ACF (○) hearts 
submitted to low flow ischemia in presence of adrenergic stress in SD and WKHA 
rats at 4 and 12 weeks post-surgery. Values are mean ± SEM for n = 6-11.  b: 






Mitochondrial [3H]-DOG entrapment in sham and ACF rats after I-R The figure 
shows the DOG index normalised for the activity of citrate synthase (CS) recovered 
in the mitochondrial fraction isolated after reperfusion per g. of ventricular tissue of 
sham (■) and ACF (□) animals at 4 (Panel A) and 12 (Panel B) weeks post-surgery. 














Alterations in mitochondrial function as a harbinger of cardiomyopathy: Lessons 




Yan Burelle, Maya Khairallah, Alexis Ascah, Bruce G. Allen, Christian F. 




Publié le 1er février 2010 dans le Journal of Molecular and Cellular Cardiology (J 
Mol Cell Cardiol. 2010 Feb;48(2):310-21) 




Alterations in mitochondrial function as a harbinger of cardiomyopathy: 





Yan Burellea, Maya Khairallahb,c, Alexis Ascaha, Bruce G. Allenb,c,d, Christian F. 
Descheppere, Basil J. Petroff, Christine Des Rosiersb,c,* 
 
 
bMontreal Heart Institute, and the Departments of aKinesiology, cNutrition and 
Biochemistry, and dMedicine, Université de Montréal, Montreal, Quebec H3C 3J7, 
Canada. 
eExperimental Cardiovascular Biology Research Unit, Institut de recherches 
cliniques de Montréal, Montreal, Quebec H2W 1R7, Canada. 
fMeakins-Christie Laboratories and Respiratory Division, McGill University, 
Montreal, Quebec H3A 1A1, Canada. 
 











While compelling evidence supports the central role of mitochondrial 
dysfunction in the pathogenesis of heart failure, there is comparatively less 
information available on mitochondrial alterations that occur prior to failure. 
Building on our recent work with the dystrophin-deficient mdx mouse heart, this 
review focuses on how early changes in mitochondrial functional phenotype occur 
prior to overt cardiomyopathy and may be a determinant for the development of 
adverse cardiac remodelling leading to failure. These include alterations in energy 
substrate utilization and signalling of cell death through increased permeability of 
mitochondrial membranes, which may result from abnormal calcium handling, and 
production of reactive oxygen species. Furthermore, we will discuss evidence 
supporting the notion that these alterations in the dystrophin-deficient heart may 
represent an early “subclinical” signature of a defective nitric oxide/cGMP signalling 
pathway, as well as the potential benefit of mitochondria-targeted therapies. While 
the mdx mouse is an animal model of Duchenne muscular dystrophy (DMD), 
changes in the structural integrity of dystrophin, the mutated cytoskeletal protein 
responsible for DMD, have also recently been implicated as a common mechanism 
for contractile dysfunction in heart failure. In fact, altogether our findings support a 
critical role for dystrophin in maintaining optimal coupling between metabolism and 
contraction in the heart.  
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Mitochondria within cardiomyocytes are at considerable risk of undergoing 
adverse phenotypic changes during the acute and/or chronic physiologic stress events 
(e.g., ischemic or adrenergic challenge) associated with adverse cardiac remodelling. 
A reduced ability of mitochondria to withstand such stresses may constitute the 
primary event that places the heart into a vicious cycle of increasing dysfunction and 
cell death, ultimately resulting in heart failure. In fact, several studies in humans and 
animal models of adverse cardiac remodelling resulting from either genetic or 
acquired aetiologies demonstrate that in the failing heart, mitochondria display a 
number of ultra-structural, biochemical, and functional defects that are believed to 
contribute to energetic failure, oxidative stress, and activation of cell death (for 
recent reviews see: [1-6]). While these compelling data support the central 
involvement of mitochondria in the pathogenesis of heart failure, there is 
comparatively little information available on the mitochondrial alterations that occur 
during the period that precedes the transition to heart failure. In particular, 
measurements of the most commonly used markers of mitochondrial dysfunction 
have provided little evidence so far to suggest that mitochondrial dysfunction may 
contribute during the early compensated phases of cardiomyopathy to further 
deterioration of myocardial function. Accordingly, little changes have been observed 
during that period in either (i) activity of the mitochondrial respiratory chain 
complexes, (ii) respiratory performance in isolated mitochondria, (iii) activity, 
protein and/or mRNA levels of mitochondrial marker enzymes, master regulators of 
mitochondrial biogenesis (peroxisome proliferator-activated receptor γ coactivator, 
PGC1α) or uncoupling proteins, (iv) acquired mutations or deletions of mtDNA, or 




mitochondria, this lack of evidence may simply reflect the necessity to use different 
kinds of end-point and experimental models to unravel mitochondrial abnormalities 
in the early phase of cardiomyopathies. Recent evidence emphasized the importance 
of using experimental approaches, which preserve the organization of mitochondrial 
supercomplexes [6,7]. Hence, the use of experimental approaches that capture the 
dynamics of the mitochondrial functional phenotype under various conditions, 
including the use of ex vivo experimental models such as the perfused heart, appear 
particularly relevant in this regard. In addition to the obvious advantage of preserving 
crucial metabolic and signalling cross-talk between cytosolic and mitochondrial 
compartments, which may themselves constitute compensatory mechanisms, the use 
of an intact heart preparation may also unmask abnormalities that are not readily 
observed in vivo due to the existence of compensatory mechanisms present within 
the intact organism.  
The aforementioned concept is well illustrated by our recent studies in the 
dystrophin-deficient heart from the mdx mouse, the animal model of Duchenne 
muscular dystrophy (DMD). Specifically, the use of a perfused, working heart model 
was instrumental in revealing, in this model, that early mitochondrial alterations in 
energy substrate metabolism do occur prior to the onset of overt cardiomyopathy 
[8,9]. Compared to other heart failure aetiologies such as myocardial infarction, 
atherosclerosis, hypertension and diabetes, much less is known about mitochondrial 
dysfunction in the dystrophic cardiomyopathy. This question is not only important 
for the identification of novel and much needed treatment avenues for DMD patients, 
but may also be of relevance for our understanding of the pathogenesis of heart 
failure in general. Indeed, changes in the integrity of dystrophin, a cytoskeletal 
protein, have recently been documented in patients with end-stage dilated, ischemic 
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and viral cardiomyopathies and, as thus, may represent a common pathway for 
contractile dysfunction in the failing heart [10-12]. 
Hence, building on our recent findings in the dystrophin-deficient heart, this 
review will focus upon how early mitochondrial alterations may represent a primary 
factor involved in the pathogenesis of the dystrophic cardiomyopathy, and thus, a 
potential target for therapeutic interventions. Specifically, we will begin with a brief 
overview of the clinical course of the dystrophic cardiomyopathy typically observed 
in humans and in the mdx mouse model, followed by a summary of our recently 
published findings on the metabolic alterations observed in the hearts of young mdx 
mice prior to overt cardiomyopathy. We will then present recent unpublished results 
that further substantiate the presence of early mitochondrial functional alterations in 
these hearts, specifically cell death signalling through enhanced permeability of 
mitochondrial membranes, which may result from an enhanced production of 
reactive oxygen species (ROS), as well as abnormal calcium handling or defective 
nitric oxide (NO)/cGMP signalling. In each section, we will briefly summarize the 
current literature supporting the existence of these specific mitochondrial functional 
alterations in other models of cardiomyopathies. Finally, we will discuss potential 
therapeutic strategies targeting these early mitochondrial alterations in the dystrophic 
heart.  
 
2. Characteristics of the dystrophic cardiomyopathy in DMD 
DMD is an inherited X-linked disease resulting from mutations in the 
dystrophin gene located at Xp21, which leads to the absence of this cytoskeletal 
protein in striated (skeletal and cardiac) muscle cells. Dystrophin is part of a 
multimeric protein complex, the dystrophin-glycoprotein complex (DGC) that links 




signaling roles. Defects in the gene encoding other protein members of this complex, 
namely the sarcoglycans, sarcospan, dystroglycans, dystrobrevins and synthrophins, 
also lead to muscular dystrophy (MD), although the age of onset, affected muscles, 
and severity may vary considerably (For a recent review see ref. [13]). Cardiac 
involvement has been reported for some but not all of these proteins, namely 
dystrophin (DMD), δ-sarcoglycan (Limb girdle MD), β-sarcoglycan and 
dystrobrevins (for reviews, see refs [14,15])  
 This review article will mainly focus on DMD, which is the most common 
form of MD. Although the first clinical manifestations of DMD are generally related 
to skeletal muscle weakness, cardiac involvement is inescapable with age and can 
progress to heart failure. Typically, the development of dilated cardiomyopathy 
occurs progressively over time such that by 18 years of age, 98% of DMD patients 
display echocardiographic evidence of contractile dysfunction and 
electrocardiographic abnormalities such as arrhythmias [16,17]. Experimental and 
clinical evidence also suggests that this cardiac involvement can occur in the absence 
of clinically apparent skeletal muscle involvement or pathological defects in the 
vasculature [18-20]. Ultimately progression toward heart failure, characterized by 
pronounced ventricular fibrosis, will occur in 40% of patients between 10 and 30 
years of age [16,17,21,22].  
This time course of disease progression is in many ways recapitulated in the 
mdx mouse, the most widely used animal model of DMD. Indeed, hearts from mdx 
mice do not display apparent signs of cardiomyopathy prior to 25-30 weeks of age 
[23]. Selective fibrosis of the left ventricle, cardiac dilation, and more marked 
deterioration of function usually become evident by 40 weeks of age and worsens 
over time [23-25]. 
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 Currently, the mechanism responsible for the development of dilated 
cardiomyopathy in DMD is unclear. In skeletal muscle, the primary organ 
responsible for the debilitating effect of the disease, myofibers lacking dystrophin are 
abnormally susceptible to load-induced sarcolemmal damage [26]. Similar to skeletal 
muscles, our group and others showed that increasing cardiac workload either by (i) 
physical exercise, (ii) acute in vivo administration of a β-adrenergic agonist, (iii) ex 
vivo heart perfusion in the working mode, or (iv) aortic constriction, leads to elevated 
sarcolemmal injury in dystrophin-deficient mice compared to control mice and in 
some conditions, high mortality rates [9,27-29]. While mechanical instability and 
ensuing rupture of the sarcolemmal membrane are likely a cause of cardiomyocyte 
death, based on the current literature in skeletal muscle [26,30,31], the lack of 
functional dystrophin in cardiomyocytes may also have other consequences that 
could play important roles in disease progression, including increased oxidative 
stress, alterations in cellular Ca2+ handling, and pronounced reductions in NO 
signaling due to an impaired activity of neuronal nitric oxide synthase (nNOS) [13]. 
In skeletal muscle, the absence of dystrophin results in displacement of nNOS from 
plasma membrane, where it normally binds directly to syntrophins (which are 
cytoplasmic proteins anchored to dystrophin’s carboxyterminal domain), to 
cytoplasm. Although this relocalization has not been demonstrated in the heart, Bia 
et al. [24] demonstrated that the lack of dystrophin in the mdx mouse resulted in 
abnormal electrocardiograms that are associated with decreased myocardial nNOS 
activity. Furthermore, recent studies emphasized the importance of nNOS subcellular 
(re)localization and interactions with other proteins as a factor regulating myocardial 
contractility in normal and failing heart [32-34]. However, much remains to be 
learned about the role and regulation of this nNOS derived NO signalling. 




signalling, Ca+2 handing and oxidative stress, all have the potential to induce or may 
be the result of changes in mitochondrial function, as will be detailed below.   
 
3. The dystrophic mouse heart displays early abnormalities of mitochondrial 
metabolic function 
 
3.1. Alterations in mitochondrial substrate metabolism in other models of cardiac 
hypertrophy and failure 
 
The importance of mitochondrial substrate metabolism in cardiac hypertrophy 
and failure has been the subject of numerous recent reviews [35-39] and 
consequently this topic will only be briefly summarized to highlight certain issues. In 
brief, alterations in cardiac energy substrate metabolism are currently considered as 
an independent determining factor that contributes to contractile dysfunction as well 
as disease progression from left ventricular hypertrophy to heart failure. However, 
there is an ongoing debate as to why cardiac remodelling, particularly in the early 
compensatory phase prior to clinical manifestations, results in a shift in substrate 
selection for energy production from long chain fatty acids (LCFA, which supplies 
normally ~70% of the heart’s energy demand through mitochondria β-oxidation) to 
carbohydrates (CHO). Such changes are believed to represent a recapitulation of the 
fetal program, and while this has been shown to be a characteristic of several models 
of cardiomyopathy, it has not been a consistent finding [38,40,41]. The precise 
causes as well as the consequences of this substrate shift are also unclear, i.e., is it 
harmful or beneficial for cardiac function?  What are the consequences of this shift 
on the development and progression of cardiac hypertrophy and failure? On one 
hand, there is evidence that this shift in substrate use from LCFA to CHO may be 
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beneficial for the post-ischemic and failing heart. The potential benefits could 
include: (i) the greater ATP-to-oxygen ratio associated with glucose utilization (11% 
to 12%), (ii) a more efficient matching between cytosolic glycolysis and 
mitochondrial oxidation, thereby decreasing the production of protons which can 
promote detrimental calcium overload, and (iii) improved ion pump function linked 
to glycolytic flux). On the other hand, potential detrimental consequences of chronic 
inhibition of mitochondrial LCFA oxidation include intracellular lipid accumulation 
and its associated lipotoxic sequelae as well as energy starvation, principally under 
conditions of increased energy demand [36,38,42-47]. 
 Recent studies with genetically-modified mouse models of cardioprotection 
(for e.g. calcineurin-knockout mouse [48]; the glycogen synthase kinase-3 
overexpressing mouse [49]; cardiomyocyte-specific constitutively active guanylate 
cyclase (GC+/0) overexpressing mouse [50], appear, however, to provide some 
insights in this debate. In fact, we found that working GC+/0 mouse hearts display a 
metabolic profile that is partly reminiscent of that reported in compensated 
hypertrophied hearts (namely decreased LCFA β-oxidation, no change in CHO 
oxidation and increased glycolysis [51-53]. A similar profile was also reported in the 
other mouse models of cardioprotection, suggesting that it is beneficial. However, 
GC+/0 mouse hearts exhibited also two striking and distinctive features: (i) the 
glycolytically-derived lactate and pyruvate production ratio (reflecting the cytosolic 
redox state of the cells) was conserved and (ii) triglyceride synthesis was enhanced 
concomitantly with lipolysis. In fact, in this model of cardioprotection, the increased 
triglyceride synthesis/hydrolysis turnover seems to explain the observed decrease in 
LCFA β-oxidation, which was documented by tracking the fate of exogenously 
administered and labeled LCFA, a commonly used experimental paradigm. The 




by studies with transgenic mice lacking enzymes involved in this process (for e.g. 
adipose triglyceride lipase, lipoprotein lipase) [54-55]. However, much remains to be 
learned about the consequences of alterations in myocardial substrate metabolism – 
beyond their selection for energy production – on the development of cardiac 
hypertrophy and failure.  
 
3.2. Alterations in mitochondrial substrate metabolism in the early pre-clinical 
stages of the dystrophic cardiomyopathy 
 
Using dystrophic (mdx) mice at the young age of 10-12 weeks (where 
histological or echocardiographic evidence of cardiac disease cannot be detected 
yet), we measured the metabolic and functional responses of their hearts, using ex 
vivo whole organ perfusion in the working mode with carbon 13 (13C)-labeled 
substrates [56]. Results that were obtained in these experiments are summarized in 
Table 1. Briefly, at a physiological afterload (50 mmHg) and with buffer substrate 
concentrations designed to mimic the in vivo milieu, mdx hearts demonstrated: (i) 
compromised cardiac contractile function and efficiency, and (ii) reduced cellular 
integrity as reflected by a greater lactate dehydrogenase release [8]. It is noteworthy, 
however, that the performance of mdx hearts in the above study, which were perfused 
with multiple substrates consisting of CHOs (glucose, lactate, pyruvate) and a LCFA 
(oleate), was by far superior to that previously reported with glucose as the sole 
substrate [27], pointing to a need for an increased and balanced substrate supply in 
order to achieve adequate ATP production in the mdx heart.  
In addition, at the metabolic level, we found that mdx mouse hearts displayed: 
(i) a marked shift from LCFA to CHO oxidation for energy production associated 
with enhanced oxygen consumption, (ii) a reduction in citric acid cycle (CAC) 
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intermediates tissue levels, and (iii) a 20% lower activity of the CAC enzyme 
aconitase. The metabolic shift from LCFA to CHO that we observed in young mdx 
mice concurs with findings from cardiac positron emission tomography studies 
performed in patients with DMD using 18F-deoxyglucose or a radioiodinated 
branched fatty acid ([123I] 15-(p-iodophenyl)-3-(R,S)-methylpentadecanoic acid 
(BMIPP)) [57-60]. Although metabolic flux parameters relative to LCFA partitioning 
between oxidation and triglyceride synthesis were not specifically assessed in our 
study, our results indicated that the contribution of endogenous substrates (postulated 
to be triglycerides) to acetyl-CoA production was similar to controls at this early 
stage of the cardiomyopathic process, presumably because lower LCFA oxidation 
was compensated by increased CHO oxidation. Taken together, these results strongly 
suggest the existence of early mitochondrial metabolic alterations in the young 
dystrophic mdx mouse heart at a time that clearly precedes the onset of overt 
cardiomyopathy [8].  To the best of our knowledge, cardiac energy substrate 
metabolism has not been assessed in any of the other MD mouse models.   
 
3.3. Putative mechanisms responsible for the mitochondrial metabolic alterations in 
the dystrophic heart  
 
Numerous candidate mechanisms were considered to explain the documented 
substrate shift in dystrophic hearts. We initially examined two interacting nutrient 
signaling pathways, Akt and AMPK, given their roles in regulating glucose uptake 
and utilization [61,62]. Compared to controls, mdx mouse hearts showed a 
significantly lower Akt phosphorylation state and no differences in AMPK 
phosphorylation or activity, the latter being consistent with the lack of significant 




However, neither the Akt nor the AMPK results could directly account for the 
observed substrate shift towards CHO. However, another signaling pathway that 
could help explain the metabolic shift observed in the perfused mdx heart is the p38 
MAPK pathway, which has been shown to be involved in regulating substrate energy 
metabolism [63] through the nuclear receptor peroxisome proliferator-activated 
receptor (PPARα), a transcriptional regulator of FA oxidation enzyme expression. 
Phosphorylation of PPARα by p38 may lead to an increase in ligand-dependent 
transactivating functions and enhanced functional cooperation with PGC-1α. We 
have found a significant 2-fold decrease in p38 phosphorylation (unpublished data), 
which may account, at least in part, for the observed decrease in LCFA oxidation in 
the dystrophic heart. 
To further explore the possible relationship between our observations and 
evolution of the dystrophic cardiomyopathy in mdx mice, we undertook a 
quantitative comparison of young (10-12 weeks) versus older (25 weeks) dystrophic 
hearts with respect to PPARα-regulated genes involved in FA β-oxidation. In young 
mdx mice, where there are little obvious signs of cardiomyopathy, there were no 
changes in gene expression that could account for the concurrent shift in substrate 
utilization. However, in 25 week-old mdx mice, the developing cardiomyopathy was 
accompanied by slight changes in the gene expression levels of PPARα, pyruvate 
dehydrogenase kinase-4 and myosin heavy chain β, which might be compatible with 
a trend to recapitulate the fetal gene expression phenotype. Furthermore, this is 
associated with a significant rise in anf gene expression and a significant increase in 
transcript levels of Sgcα1. The latter is a well-known target gene of the NO/cGMP 
pathway, which has been shown to negatively correlate with cGMP levels [64]. In 
addition, although anf expression is often used as a marker of cardiac remodeling, 
recent studies have also emphasized new cardioprotective roles for natriuretic 
  
171
peptides, particularly under conditions of defective NO signaling (for review see: 
[65]).  
In this regard, existing literature did support the presence of defective NO 
signaling within mdx hearts [24,66,67] as well as a crucial role for this pathway in 
optimizing metabolism-contraction coupling [68,69]. In our denervated mdx heart 
perfusion model, in which the buffer is not recirculated preventing compounds 
released by the heart from accumulating, the natriuretic peptide signaling pathway is 
unlikely to be optimally active despite a potential autocrine action of natriuretic 
peptides. This provided a potential explanation for the fact that metabolic changes 
observed in mdx hearts were most evident when these hearts were perfused ex vivo 
[8]. In addition, the pattern of metabolic alterations in the perfused mdx hearts, 
namely the observed metabolic shift in substrate utilization from LCFA to CHO 
oxidation and the enhanced MVO2, is consistent with decreased NO signalling [69]. 
Finally, a defect in NO/cGMP signaling is also compatible with decreased levels of 
phosphorylated Akt, an activator of endothelial NO synthase, in ex vivo perfused mdx 
hearts [61].  
 
3.4. Establishing a role for the NO/cGMP pathway in mitochondrial metabolic 
alterations of the dystrophic heart  
 
 To more firmly establish a link between defective NO/cGMP signaling and 
mitochondrial function abnormalities, we recently increased cGMP signaling 
downstream of NO formation in mdx mice by using either 1) a targeted genetic 
approach, where mdx mice were crossed to transgenic mice overexpressing guanylyl 
cyclase in a cardiomyocyte-specific manner, or 2) a pharmacological approach, 




mdx mice with the PDE5 inhibitor sildenafil. We found that increasing cGMP 
signaling significantly improved mitochondrial metabolic and function status of mdx 
mouse hearts, along with cardiac contractility and sarcolemmal integrity [9]. 
 Specifically, at the metabolic level, 12-week-old mdx/GC+/o hearts displayed a 
pattern of substrate selection for energy production that was similar to that of their 
mdx counterparts. This finding raises the following question: what are the potential 
cause(s) or consequence(s) of the previously documented shift from LCFA to CHO 
utilization in 12-week-old mdx hearts compared to controls? At least two 
explanations for this observation can be put forward. First, this shift may be a direct 
or indirect consequence of dystrophin deficiency. Indeed, cytoskeletal disturbances 
subsequent to dystrophin-deficiency may impact on the compartmentalization of 
cytosolic carbohydrate metabolism [70,71]. Furthermore, dystrophin deficiency also 
results in abnormalities in calcium handling, a factor that may also independently 
impact substrate metabolism [72]. 
 Another possibility is that the metabolic shift previously reported in mdx hearts 
may represent an adaptive response rather than a deleterious consequence of cardiac 
dysfunction. In fact, our finding of a substrate shift from LCFA to CHO utilization 
associated with enhanced glycolysis is in agreement with our findings in the 
cardioprotected GC+/0 mouse hearts, as discussed earlier [50]. However, it appears 
warranted to further investigate (i) how the mdx heart handles lipids, including the 
partitioning of exogenous fatty acids between oxidation (for energy production) and 
triglycerides (for storage) as well as triglyceride hydrolysis particularly as the 
cardiomyopathy progresses, and (ii) how this would be affected by enhancing cGMP 
signaling.  
Beyond considerations about substrate selection, our finding of a marked 
increase in the mitochondrial CAC pool size in the perfused mdx/GC+/o heart 
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compared to their mdx counterparts, suggested an improved mitochondrial metabolic 
status in the former group. Such a change would be expected to enable the mdx heart 
to enhance CAC flux, and hence mitochondrial NADH and energy production, 
especially under conditions of high energy demand. It is noteworthy that a 
downregulation of mitochondrial gene expression has been reported in dystrophic 
skeletal muscle [73]. Conversely, the induction of PGC-1α, a factor governing 
mitochondrial biogenesis [5,74], was found to improve indices of skeletal muscle 
damage in mdx mice [75]. However, we did not observe a difference in 
mitochondrial citrate synthase activity (a marker of mitochondrial volume-density) in 
young 12-week-old mdx mouse hearts [8], although it was found to be decreased by 
18% at 8 months [76]. These results suggest that, at least at a young age, factors 
other than PGC-1α levels modulate the mitochondrial metabolic status of the mdx 
mouse heart. This improved mitochondrial metabolic status in mdx/GC+/o mouse 
hearts reconciles many findings in the literature that support the role of cGMP 
signalling in preventing mitochondria-mediated cell death which will be further 
discussed in Section 4.3. 
Overall, our findings in mdx/GC+/o and GC+/o mice suggest that the metabolic 
shift from LCFA to CHO in mdx heart may be an adaptive response. While 
additional studies are needed to clarify how the enhancement of NO/cGMP signaling 
in the mdx heart might impact on CHO and LFCA utilization, based on the marked 
improvement in mitochondrial CAC intermediate levels in perfused mdx/GC+/o 
hearts, the mitigation of the dystrophic cardiomyopathy found in these mice may be 
mediated, at least in part, by an improved mitochondrial function resulting from 





4. Is the dystrophic heart more vulnerable to induction of mitochondrial cell 
death pathways? 
 
4.1. Mitochondrial cell death pathways in other models of cardiac hypertrophy 
and failure 
 
In addition to energy production, mitochondria play several important roles in 
other cellular functions: (i) regulation of intracellular Ca2+ dynamics by taking up 
and releasing large amounts of Ca2+ [77-80], (ii) ROS production, that can trigger 
signalling pathways or induce cell injury [81-84], and (iii) regulation of cell death 
through their ability to trigger necrosis and apoptosis [85-88] by changing 
mitochondrial membrane permeability [88-90].  
Studies employing models of acquired cardiomyopathy have shown that, in 
addition to overt structural [91,92] and respiratory defects [93-101], mitochondria 
within the failing myocardium display enhanced ROS production [94,95,102,103]. 
This is associated with signs of oxidative stress-related damage such as accumulation 
of lipid peroxidation by-products and mutations or deletions of mtDNA 
[94,104,105]. In addition, experimental evidence obtained both in humans and 
animal models indicates that failing hearts display enhanced permeability of 
mitochondrial outer [106-108] and inner [97,109] membranes, leading to release of 
mitochondrial pro-apoptotic factors such as cytochrome c [110,111] and activation of 
other downstream events, including cleavage of pro-caspase 3 [106,110] and 9 [111]. 
Hence, these results indicate that the mitochondrial death pathway is active in the 
failing heart and likely plays a role in the associated cardiomyocyte death.  
Although the molecular events involved in mitochondrial membrane permeation 
are not well understood, the current consensus is that several mechanisms co-exist 
and may be recruited in response to specific death stimuli [88,112]. One major 
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mechanism involves the oligomerization of pro-apoptotic proteins of the Bcl-2 
family to form pores across the outer mitochondrial membrane [88,112]. Another 
important and well characterized mechanism involves the opening of the PTP, a high 
conductance non-specific channel in the mitochondrial inner membrane [88,90]. 
Recently published work from our group supports the notion that increased 
susceptibility of mitochondria to opening of the permeability transition pore (PTP) 
during periods of stress could be an important early factor in the progression towards 
heart failure by promoting cell death [113,114]. Specifically, we have assessed 
myocardial PTP opening in the intact rat heart as well as in isolated mitochondria 
during the early stages of ventricular remodelling, prior to the onset of systolic 
dysfunction or overt mitochondrial structural and respiratory defects. Mitochondria 
isolated from hypertrophied rat hearts displayed an increased susceptibility to 
opening of the PTP in response to a physiological stressor in vitro (i.e., Ca2+ 
overload, anoxia-reoxygenation). This was also observed in the intact perfused heart 
following ischemia-reperfusion (I-R) [113], and was associated with an impaired 
functional recovery, greater tissue release of lactate dehydrogenase (LDH), and 
mitochondrial release of pro-apoptotic factors upon reperfusion. Other studies have 
shown that hypertrophied hearts are more susceptible to contractile dysfunction and 
cell death when exposed to stimuli such as H2O2 [1115] and ischemia-reperfusion (I-
R) [116-118], which are known to promote PTP opening. Importantly, in at least one 
of these studies [115], susceptibility to stress-induced cell death could be detected in 
cardiomyocytes isolated from hypertrophied hearts prior to detection of apoptotic 
cell death in the whole organ in situ. The latter became substantial only once the 
heart had reached the failing stage, further suggesting that mitochondrial 





4.2. Activation of mitochondrial death pathways in the dystrophic heart 
 
Considering our findings of increased CAC intermediate levels in perfused 
mdx/GC+/o hearts compared to their mdx counterparts [9], and of an increased 
susceptibility to PTP opening in the early stages of cardiomyopathy in our rat studies 
[113,114], we recently determined whether vulnerability to PTP opening could be 
involved in the enhanced cardiomyocyte injury previously observed in the hearts of 
young mdx mice challenged by physiological stressors [8,9,27]. To accomplish this, 
we adapted the mitochondrial [3H]-deoxyglucose ([3H]-DOG) entrapment method 
used to quantify PTP opening in rat hearts [97,113,119,120] to the mouse. Using this 
approach, we found that when hearts of young mdx mice are subjected to I-R, the 
number of mitochondria undergoing PTP opening is significantly enhanced 
compared to normal hearts (Fig 1). Enhanced PTP opening is accompanied by 
greater release of cytochrome c (Cyt-c) into the cytosolic fraction (Fig 1E), which 
further supports enhanced mitochondrial membrane permeability. As opening of the 
PTP allows for ions and solutes of <1500 Da to equilibrate across mitochondrial 
membranes, we postulate that this phenomenon could account, at least in part, for the 
reduction in citrate and total CAC pool size that we previously observed in ex vivo 
perfused working hearts from mdx mice [8,9]. Furthermore, because this 
susceptibility to PTP opening is present prior to any histological or hemodynamic 
evidence of cardiomyopathy, we believe that it may play an important pathogenic 
role in the ensuing development of the dystrophic cardiomyopathy. In support of this 
interpretation, Millay et al. [121] recently reported that genetic ablation of the PTP-
sensitizing protein cyclophilin-D (Cyp-D) in δ−sarcoglycan (Scgd-/-) null mice, 
another model of muscular dystrophy in which there is associated sarcolemmal 
instability, resulted in significantly reduced cardiac fibrosis and improved ejection 
fraction. Recent data obtained in skeletal muscle from other forms of MD, including 
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Bethlem myopathy, Ullrich congenital dystrophy, and Limb-girdle MD [121-124] 
also support a role for PTP opening, but whether this applies also to the heart has not 
yet been established.   
 
4.3. Potential factors underlying greater vulnerability to PTP opening in the 
dystrophic heart 
 
There are several factors that could potentially account for the enhanced 
propensity of the dystrophin-deficient heart to PTP opening. These include: 
mitochondrial calcium accumulation, enhanced oxidative stress, and altered cGMP 
signalling, which could act alone or in synergy. Acute ischemic episodes, similar to 
what has been described for skeletal muscles, could also contribute to this 
phenomenon, though this remains to be substantiated in the dystrophin-deficient 
heart [125-126]. Firstly, accumulation of Ca2+ in the mitochondrial matrix is 
recognized as one of the most important triggers for permeability transition [127] and 
the lack of dystrophin (or δ-sarcoglycan) predisposes to disruption of the 
sarcolemmal membrane during mechanical stress, resulting in increased Ca2+ entry. 
In addition, it is now well recognized that there are other important sources of 
increased Ca2+ levels within dystrophic muscle cells, even in the absence of 
sarcolemmal disruption. These include an increased Ca2+ influx through voltage-
independent stretch-sensitive Ca2+-leak channels (SACs) [128,129] and store-
operated Ca2+ channels (SOCs) [130-132], as well as potentially via the ryanodine 
receptor [133]. Several studies in cardiac [134,135] and skeletal muscle cells 
[132,136] indicate that because of their localization in the vicinity of the 
sarcoplasmic reticulum and T-tubules, mitochondria rapidly take up Ca2+ entering the 




likely to be more susceptible to Ca2+ overload due to increased Ca2+ influx from 
several sources [131-132].  
 
Enhanced production of ROS is another major factor, which may act 
synergistically with Ca2+ overload to induce PTP opening [127]. The activities of 
aconitase and NADP-isocitrate dehydrogenase, two mitochondrial enzymes that are 
notoriously sensitive to inactivation by ROS, are reduced in adult skeletal muscle 
from mdx mice compared to control [137]. Importantly, the muscle glutathione pool 
was significantly more oxidized in 14-day-old mdx mice (i.e. prior to the onset of 
skeletal muscle fiber necrosis, which occurs at ~4 weeks of age) compared to normal 
mice, consistent with the notion that, in dystrophic muscle, chronic oxidative stress 
constitutes a primary defect rather than being solely a consequence of necrosis [137]. 
Although little data is available on mitochondrial oxidative stress in the dystrophic 
heart, we found that aconitase activity was reduced (25 %) in mdx hearts compared to 
controls at 12 weeks of age (i.e. prior to any overt sign of cardiomyopathy) [8] (Fig. 
2). However, respiratory function measured in isolated mitochondria from young 
mdx hearts was similar to controls (Fig. 2, unpublished observations), as also 
previously described by Kuznetsov et al. [138], suggesting that there are no major 
defects in respiratory chain complexes at this early stage. While these results clearly 
indicate that factors which promote oxidative stress are present in mitochondria from 
dystrophic hearts, it is still unclear whether this is caused by enhanced H2O2 
production or by a reduction in the capacity of one or more of the mitochondrial 
H2O2 scavenging systems such as the glutathione and thioredoxin systems, catalase, 
or other non-enzymatic reactions.  
Finally, our finding [9] that expression of the GC+/o transgene in mdx 
cardiomyocytes largely prevented the loss of CAC intermediates in hearts perfused 
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ex vivo in the working mode suggests that defective NO/cGMP signalling may 
contribute to the enhanced propensity of the dystrophic heart to opening of the PTP. 
Although unequivocal proof requires a comparative assessment of PTP opening in 
mdx and mdx/GC+/o hearts, there is published evidence in support of a link between 
cGMP signalling and mitochondrial PTP opening, including results from studies that 
examined the impact of enhancing cGMP signalling by either inhibiting its 
breakdown with the phosphodiesterase-5 inhibitor sildenafil, or increasing its 
formation by stimulating the natriuretic receptors in the setting of ischemia-
reperfusion or doxorubicin-induced cardiotoxicity [139-141]. The underlying 
mechanisms appear to involve the capacity of cGMP-dependent protein kinase 
(PKG) to inhibit the PTP through opening of mitochondrial KATP channels (mKATP) 
[140-143]. Recent studies by Kukreja and coll. provide compelling evidence that 
ERK1/2 may be a key mediator that bridges PKG to mKATP [144]. In addition, 
cGMP-dependent signalling has the potential to reduce PTP opening indirectly 
through its impact on intracellular Ca2+ dynamics. In fact, data obtained in various 
cell types including cardiomyocytes show that PKG can potentially reduce 
intracellular calcium levels by inhibiting: (i) the synthesis of inositol triphosphate 
(IP3), (ii) the release of Ca2+ from intracellular stores through the IP3 receptor, (iii) 
SERCA2a-mediated Ca2+ reuptake, and (iv) the influx of extracellular Ca2+ through 
L-type Ca2+ channels [145,146].  
Taken together, these results suggest that, similar to what has been observed in 
volume overload-induced cardiac hypertrophy [113,114], mitochondria within 
dystrophin-deficient cardiomyocytes are more prone to PTP opening than are those 
from normal cardiomyocytes when challenged with a stressor. More importantly, this 
phenomenon is present at the early stages of disease progression and contributes 




cardiomyopathy [121]. Although all of the mechanisms underlying these phenomena 
remain to be clarified, increased Ca2+ entry, enhanced oxidative stress within 
mitochondria, and impaired NO/cGMP signalling are likely to play key roles. 
 
5. Mitochondrial protection: a potential strategy to protect the dystrophic heart 
 
While the dystrophic cardiomyopathy can be symptomatically treated directly 
with conventional heart failure therapy such as β-adrenergic blockers or angiotensin-
converting enzyme inhibitors, novel therapies are being sought to specifically correct 
functional defects resulting from dystrophin deficiency [147-151]. In this regard, 
current strategies that are being developed include stem cell approaches as well as 
gene transfer of dystrophin, utrophin, or functional dystrophin fragments 
(microdystrophins). However, the effectiveness of these interventions remains to be 
established, particularly with respect to cardiac muscle function given that for the 
most part, these interventions have been tested predominantly on dystrophic skeletal 
muscle. In the meantime, alternative adjunct therapies are being sought to slow 
disease progression, and these could ameliorate both the cardiac and skeletal muscle 
dysfunction [152]. In view of the evidence presented in this review, 
pharmacological strategies aimed at preventing mitochondrial dysfunction, 
particularly with respect to reducing oxidative stress and opening of the PTP, appear 
to be a promising avenue. In this regard, three strategies will be discussed briefly: the 
use of cyclophilin-D ligands, mitochondria-targeted antioxidants, and 







5.1. Cyclophilin-D ligands 
 
Cyclophilin D (Cyp-D) is a chaperone-like protein of the immunophilin family 
located in the mitochondrial matrix, which acts as a potent PTP sensitizer when 
translocated to the inner membrane and bound to putative pore components [153-
155]. In fact, cyclosporin-A (CsA), an inhibitor of PTP opening, has long been 
known to act in vitro by binding Cyp-D, thus preventing its recruitment to the 
mitochondrial inner membrane [155,156]. Until recently, however, the potential 
benefits of chronic treatment with CsA were limited by its capacity to also inhibit 
calcineurin complexed to cyclophilin-A, causing a number of deleterious effects in 
myocytes, including enhancement of apoptosis [157-159]. Fortunately, several CsA 
analogs that do not inhibit calcineurin have now been developed, including NIM811, 
Sanglifehrin-A, and Debio025. To date, the therapeutic potential of Cyp-D ligands in 
the treatment of DMD has only been evaluated in skeletal muscle [121,124]. 
Specifically, administration of Debio025 for six weeks in young mdx mice 
significantly reduced fibrosis and the percentage of fibers containing central nuclei in 
the diaphragm, EDL, TA, and quadriceps muscles [1121]. Based on our recent 
results (Fig. 1), as well as the recently reported improvement of cardiac outcomes 
following genetic ablation of Cyp-D in the δ−sarcoglycan deficient mouse [121], one 
would anticipate that Cyp-D ligands could also be effective in slowing progression of 
the cardiomyopathy in DMD patients.  
 
5.2. Mitochondria-targeted antioxidants 
 
Given the evidence that oxidative stress within mitochondria is increased at very 
early stages of disease progression in mdx mice [8,137] (Fig. 2), antioxidant therapies 




excessive ROS production within mitochondria could be beneficial not only by 
limiting oxidative damage to mitochondrial and cellular structures, but also by 
reducing the likelihood of PTP opening [127]. Various antioxidants, such as vitamin 
E and selenium [160], were considered but not found to be beneficial against the 
progression of DMD. However, given the complexity of free radical biology, the 
design of antioxidant therapies remains difficult [161]. Nevertheless, Buyse et al. 
[162] recently reported the benefits of the antioxidant idebenone (SNT-MC17) in a 
long-term placebo-controlled study in the dystrophin-deficient mdx mouse. 
Specifically, this treatment was found to (i) improve diastolic dysfunction, (ii) limit 
mortality from cardiac pump failure induced by dobutamine stress testing in vivo, 
(iii) reduce cardiac inflammation and fibrosis, and (iv) enhance exercise 
performance.  
In recent years, a novel class of antioxidants that specifically accumulate within 
mitochondria in large amounts has emerged. The development of these agents was 
motivated by the recognition that the lack of effectiveness of classical antioxidant 
therapies in some pathologies in which mitochondrial oxidative stress is known to 
develop, could be caused by the inability to mobilize sufficient amounts of 
antioxidants within these organelles. Among the agents available, Mito-Q, developed 
by Murphy et al., has reached clinical trials [163,164]. The superiority of these 
mitochondria-targeted antioxidants over untargeted coenzyme Q derivatives, such as 
idebenone, has been demonstrated in Friedreich Ataxia fibroblasts [164], but has not 
yet been tested in the dystrophin-deficient heart. 
 
5.3. NO/cGMP signalling 
 
Enhancing cGMP signalling, specifically downstream and independent of NO 
formation, improved contractile performance, mitochondrial metabolic alterations, 
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and sarcolemmal integrity in the young mdx mouse heart [9]. More recently, 
Pasrchen et al. reported that 3-month sildenafil treatment in mdx mice started at 12 
months of age was able to reverse the existing cardiac dysfunction [165]. These 
findings point to defective cGMP signalling as being an important component of 
disease pathogenesis in the dystrophin-deficient heart, and also suggest the basis for 
a novel therapeutic approach to prevent or delay the onset of dystrophin-related 
cardiomyopathies. Since there are currently safe and well-tolerated pharmacological 
means to enhance cGMP signalling, such drugs could provide the basis for a new 
therapeutic strategy based upon PDE5 inhibition in the dystrophic heart. This type of 
intervention may be considered as an adjunct therapy to other available treatments 
[151]. Asai et al. [166] also showed that treatment with tadalafil, another PDE5 
inhibitor, ameliorates contraction-induced skeletal muscle damage. While the 
mechanisms underlying the beneficial effects of enhanced cGMP signalling in the 
dystrophic heart remain to be established, our studies suggest that preservation of 
mitochondrial function could play an important role [9]. This “mito-protective” 
effect could be partly related to a better maintenance of anaplerotic fluxes 
responsible for the maintenance of CAC pool size and/or to an improved 
mitochondrial integrity due to inhibition of PTP opening. This latter possibility 
would be consistent with the existing literature showing that inhibition of 
mitochondrial PTP opening through activation of KATP channels is an end effector of 
pre-conditioning induced by cGMP-dependent signaling [140-143]. Interestingly, 
dystrophin has also been recently proposed to be an end-target of ischemic pre-









Based on the evidence discussed in this review, we propose a simplified 
integrated mechanistic scheme of potential players and consequences of early 
mitochondrial dysfunction in the dystrophin-deficient heart (Fig. 3). Taken together, 
recent results highlight early mitochondrial functional alterations in the dystrophic 
heart that precede overt cardiomyopathy. These mitochondrial alterations include: (i) 
CAC-related metabolic parameters such as decreased aconitase activity and lower 
levels of CAC intermediate levels, which are factors that may limit the capacity of 
the dystrophin-deficient to withstand an increase in energy demand as occurs during 
an adrenergic challenge, and (ii) an enhanced propensity of the dystrophin-deficient 
heart to PTP opening. While we also demonstrated that ex vivo perfused working 
hearts from young mdx mice display early alterations in energy substrate selection 
for energy production, namely a shift from LCFA to CHO oxidation, further 
investigations are needed to better understand the causes and potential consequences 
of this metabolic alteration. Overall, defective NO/cGMP signalling appears to be a 
likely candidate mechanism contributing to these mitochondrial alterations, 
particularly the enhanced opening of the PTP, which in itself may be a factor 
governing mitochondrial efflux of CAC intermediates. Additional factors that may 
contribute to mitochondrial dysfunction in the dystrophin-deficient heart include 
augmented ROS production and abnormal calcium handling. Therefore, it appears 
warranted to consider therapeutic interventions which specifically target these 
mitochondrial abnormalities, including phophodiesterase inhibitors (e.g., sildenafil), 
along with newly emerging agents. Given dystrophin’s implication in other end-stage 
cardiomyopathies and the central role of mitochondria in heart failure, the 
aforementioned mitochondria-targeted therapeutic approaches appear to offer 
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promising avenues for patient management that extend beyond the dystrophic 
cardiomyopathy. 
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Table 1. Comparison of metabolic flux and physiological parameters assessed in 12-





1. Metabolic flux parameters assessed at 30 min 
A) Cytosolic 
- Glycolysis (production of lactate and pyruvate) 
B) Mitochondria  
i) Relative contribution of  substrates to citrate synthesis 
- Carbohydrate oxidation: Pyruvate decarboxylation (PDC/CS)  
- Fatty acid oxidation: Oleate β-oxydation (OLE/CS 
- Oxidation of other substrates (OS/CS) 
- Anaplerosis: Pyruvate carboxylation (PC/CS) 
ii) Citric acid cycle-related parameters 
- Citric acid cycle intermediate levels 
- Aconitase activity 
- Citrate synthase activity 















2. Physiological parameters assessed at 25-30 min 
- Aortic flow 
- Coronary flow 
- Left ventricular systolic pressure  
- Left ventricular end diastolic pressure 
- Heart rate 
- dP/dtmax 
- dP/dtmin 
- Oxygen consumption 












Metabolic and functional data are from Khairallah et al. [8]. The following metabolic 
parameters were assessed in working hearts perfused for 30 min with physiological 
concentrations of carbohydrates (11 mM glucose, 1.5 mM lactate and 0.2 mM 
pyruvate) and a fatty acid (0.4 mM oleate bound to albumin) using 13C-labeled 
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substrates and mass isotopomer analysis by gas chromatography-mass spectrometry: 
A. Glycolysis reflecting the production of lactate and pyruvate from 13C-glucose 
(μmol x min-1). B.i. Substrate flux ratios reflecting the contribution of exogenous 
fatty acids (oleate) and carbohydrates (CHOs: lactate, pyruvate and glucose) to 
acetyl-CoA formation (energy) and oxaloacetate (OAA, anaplerosis) via oleate β-
oxidation (OLE), pyruvate decarboxylation (PDC) and carboxylation (PC), 
respectively, expressed relative to citrate synthesis (CS); B.ii.  Tissue concentration 
of citric acid cycle (CAC) intermediates (in μmol x g wet weight-1), tissue aconitase 
and citrate synthase activity (μmol x min-1 x mg protein-1) and calculated ATP 





FIGURE LEGENDS  
Figure 1: Mitochondrial vulnerability to permeability transition pore (PTP) 
opening in 12 week-old mdx mice.  
PTP opening was quantified in situ in isolated-Langendorff perfused hearts from mdx 
and C57BL/10 mice using an adaptation of the mitochondrial [3H]-2-deoxyglucose 
(DOG) entrapment technique previously described for rat hearts [113,119]. As 
depicted in panel A, this method relies on the fact that [3H]DOG accumulates in the 
cytosol of cardiomyocytes as [3H]DOG-6-phosphate (P) and does not enter 
mitochondria unless PTP opening occurs. Therefore, quantification of [3H]DOG-6P 
levels in mitochondria isolated at the end of perfusion provides a quantitative index 
of the number of mitochondria in which PTP opening occurred during the 
experiment. Specifically, hearts from control and mdx mice were initially perfused 
for 15 min in the non-recirculating mode with a buffer containing 0.5 mM [3H]DOG 
(10  µCi/mL) to load the cardiomyocytes with this tracer. Then, following a 5-min 
washout of extracellular [3H]DOG, hearts were submitted to 20 min of low-flow 
ischemia (10 % initial coronary flow) followed by 40 min reperfusion in presence of 
1 µM norepinephrine. Prior to ischemia (I), mdx hearts showed no major contractile 
dysfunction as reflected by the rate pressure product (RPP = Left ventricular 
developed pressure in mmHg x heart rate in beats per min) (Panel C) but released 
greater amounts of lactate dehydrogenase (LDH; values normalized for contractile 
function) in the coronary effluent compared to controls (Panel D). However, at 
reperfusion (R), mdx heart displayed: (i) poorer functional recovery (Panel C),  (ii) 
enhanced LDH release (Panel D), (iii) greater opening of the PTP (Panel B), and (iv) 
greater release of cytochrome c (Cyt-c) into the cytosolic fraction (Panel E). Data 




Figure 2: Mitochondrial oxidative stress in mdx mouse hearts.  
Panel A shows the activity of the mitochondrial oxidative stress marker, aconitase, 
measured in tissue homogenates prepared from either freshly isolated 12 week-old 
mouse hearts or perfused ex vivo in the working mode [8]. Data are expressed in 
percentage of values measured in control animals (C57BL/10) and represent means ± 
SEM, n = 6-11 per group. Panel B shows the results of experiments in which changes 
in respiration (JO2) were recorded in response to the sequential addition of 
glutamate-malate (5:2.5 mM), ADP (1 mM), rotenone (1 µM), succinate (5 mM), 
and carbonyl cyanide m-chlorophenylhydrazone (CCCP: 0.1 µM). Data shown in 
panel B are expressed per mg of total protein and represent means ± SEM, n = 4-6 
per group. * p < 0.05 vs. control C57BL/10 mice. 
 
Figure 3: Simplified integrated mechanistic scheme of potential players and 
consequences of early mitochondrial dysfunction in the dystrophin-deficient 
heart. 
Refer to Section 6 for details. Abbreviations: nNOS, neuronal nitric oxide synthase; 
Ca2+, calcium; cGMP, cyclic guanosine monophosphate; PTP, permeability transition 
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Aims: Susceptibility of cardiomyocytes to stress-induced damage has been 
implicated in the development of cardiomyopathy in Duchenne muscular dystrophy 
(DMD), a disease caused by lack of the cytoskeletal protein dystrophin in which 
heart failure is frequent. However, the factors underlying disease progression are 
unclear and treatments limited. Here, we tested the hypothesis of a greater 
susceptibility to opening of the mitochondrial permeability transition pore (PTP) in 
hearts from young dystrophic (mdx mice) (prior to development of overt 
cardiomyopathy) when subjected to a stress protocol, and determined whether 
prevention of PTP opening is involved in the cardio protective effect of sildenafil, 
which we have previously reported in mdx mice. 
Methods and results: Using the [3H]-DOG method to quantify PTP opening in ex 
vivo perfused hearts, we demonstrate that, compared to controls, hearts from young 
mdx mice subjected to ischemia-reperfusion (I-R) display excessive PTP opening as 
well as enhanced activation of cell death signaling, mitochondrial oxidative stress, 
cardiomyocyte damage and poorer recovery of contractile function. Functional 
analyses in permeabilized cardiac fibers from non-ischemic hearts revealed that in 
vitro mitochondria from mdx hearts display normal respiratory function and ROS 
handling, but enhanced Ca2+ uptake velocity, and premature opening of the PTP, 
which may predispose to I-R-induced injury. Administration of a single dose of 
sildenafil to mdx mice, prior to I-R prevented excessive PTP opening and its 
downstream consequences, and reduced tissue Ca2+ levels. Furthermore, 
mitochondrial Ca2+ uptake velocity was reduced following sildenafil treatment.  
Conclusion: Beyond documenting that an increased susceptibility to opening of the 
mitochondrial PTP in the mdx heart occurs well before clinical signs of overt 




administered in other pediatric populations, and is reported safe and well-tolerated, 
provides efficient protection against this deleterious event, likely by reducing cellular 
Ca2+ loading, and mitochondrial Ca2+ uptake.   
Keywords: Duchenne muscular dystrophy, cardiomyopathy, mitochondria, 
permeability transition pore, PDE-5 inhibitors. 
 
INTRODUCTION 
Duchenne muscular dystrophy (DMD) is an inherited X-linked disease 
resulting from mutations in the dystrophin gene located at Xp21, which leads to the 
absence of this cytoskeletal protein in striated muscle cells. Although the first clinical 
manifestations are generally related to skeletal muscle weakness, cardiac 
involvement is inescapable with age and frequently progresses toward heart failure 
[14,39]. While it has been suggested that the abnormally high susceptibility of 
dystrophin-deficient cardiomyocytes to load-induced injury observed prior to clinical 
signs of cardiomyopathy plays a role in disease progression, the underlying 
pathogenic mechanisms remain unclear [13,29]. Moreover, despite the progress 
made in the development of gene and cell replacement strategies to correct 
dystrophin deficiency, few therapeutic avenues are currently available to patients 
beyond conventional heart failure therapy [35].    
 
In previous studies, we explored the potential benefits of enhancing cGMP 
signaling using the phosphodiesterase-5 (PDE-5) inhibitor sildenafil in the 
dystrophin-deficient mdx mouse [29], the most widely used model of DMD. In this 
model, there is a pronounced reduction of neuronal NO synthase (nNOS) activity in 
skeletal muscle and the heart [5,22,55]. We showed that administration of sildenafil 
to young mdx mice prior to any clinical signs of cardiomyopathy reduced 
  
207
cardiomyocyte necrosis in response to acute in vivo administration of a β-adrenergic 
agonist [29]. A greater resistance to stress-induced injury was also observed in 
isolated working hearts from mdx mice harboring cardiac-specific overexpression of 
a soluble guanylate cyclase transgene (mdx-sGC+/0), suggesting that the benefits of 
sildenafil in the dystrophin-deficient heart were likely related to restoration of cGMP 
signaling specifically downstream of NO [29]. However the underlying mechanisms 
and the ultimate cellular end-effectors responsible for this protection remain unclear. 
 
Recent studies have provided evidence for mitochondrial involvement in 
cardiomyocyte injury found in dystrophic hearts. More specifically, Millay et al. [37] 
showed that genetic ablation of the PTP-sensitizing protein cyclophilin-D in δ-
sarcoglycan (scgd-/-) and laminin-2 (lama-/-)-null mice, severe models of MD, 
reduced cardiac fibrosis and improved ejection fraction as well as survival, 
suggesting a role for opening of the permeability transition pore (PTP) in the 
development of cardiomyopathy in these models. Studies performed in skeletal 
muscle in various models of MD including DMD, Bethlem myopathy, Ullrich 
congenital dystrophy, and Limb-girdle MD have also implicated the PTP in the 
pathological phenotype of skeletal muscle [2,43]. However, this has not been firmly 
established in the heart. Moreover, it is unclear whether mitochondrial functional 
abnormalities are present prior to the development of overt cardiomyopathy.  
 
As we suggested recently [9], prevention of PTP opening could constitute a 
mechanism by which sildenafil protects the dystrophin-deficient heart against 
cardiomyocyte damage in response to stress. In fact, activation of cGMP signaling by 
sildenafil could potentially inhibit PTP opening indirectly through modulation of key 




[58], which are increased in DMD [53]. In addition, based on the fact that 
recombinant protein kinase G (PKG, a downstream kinase of cGMP) has the capacity 
to inhibit opening of the PTP in isolated mitochondria [18], sildenafil could also 
inhibit PTP opening by altering mitochondrial function directly. However, the effect 
of sildenafil on PTP opening in the mdx heart has not been assessed. This is of 
potential clinical interest given that treatment with PTP inhibitors is a suggested 
avenue of treatment in DMD [37], and sildenafil, which is already in use for 
treatment of pulmonary hypertension in children, is safe and well-tolerated. 
 
Therefore, in the present study, we determined whether prevention of 
mitochondrial PTP opening is involved in the protective effect of sildenafil against 
stress-induced damage induced by ischemia-reperfusion in the intact perfused mdx 
mouse heart. Similar to our previous studies [29], we used 12-week-old mdx mouse 
because at this young age, no echocardiographic and histological abnormalities have 
been reported.  We also characterized mitochondrial function using permeabilized 
cardiac fiber bundles from non-perfused hearts to investigate whether functional 
abnormalities could predispose mitochondria from mdx hearts to increased PTP 
opening when subjected to a stress protocol ex vivo. 
 
METHODS 
Animal care and drug treatment: 
All experiments were approved by the Université de Montréal Institutional 
Animal Care Committee and conducted according to the directives of the Canadian 
Council on Animal Care.  The male mdx and C57BL/10ScSn mice used originated 
from a colony maintained at the Royal Victoria Hospital (Montreal, Canada). All 
experiments were conducted at 12 weeks of age, a time at which no 
  
209
echocardiographic and histological abnormalities were reported by our group [28,29]  
and others [42,56]. Thirty minutes prior to anesthesia (ketamine/xylazine: 9 and 1 
mg/100 g body weight), mdx and control C57BL/10ScSn mice were administered a 
single injection of sildenafil citrate (Pfizer, Canada) at a clinically relevant dose (0.7 
mg/kg i.p.) dissolved in saline, or the vehicle alone.  
 
Isolated heart perfusion: 
Hearts were isolated and perfused in the Langendorff mode using a slightly 
modified version [9] of our previously described method [33]. Briefly, hearts were 
submitted to 35 min of normoxia, 30 min of low-flow ischemia (10% of pre-ischemic 
flow), and 40 min of reperfusion (Figure 1). Norepinephrine (100 µM) was infused 
during the entire I-R protocol starting 5 min prior to ischemia to induce mechanical 
stress. Contractile function was monitored continuously by means of a fluid-filled 
balloon inserted in the left ventricle. Coronary effluent was collected at 10-min 
interval for measurements of coronary flow and determination of lactate 
dehydrogenase (LDH) release.  
 
Measurement of PTP opening in the intact heart with 2-deoxy [3H]glucose: 
PTP opening was assessed using an adaptation of the mitochondrial 2-deoxy 
[3H]glucose ([3H]-DOG) entrapment method originally described in [33]. 
Cardiomyocytes were loaded with [3H]DOG prior to ischemia by perfusing hearts for 
20 min with Krebs-Henseleit (KH) buffer (in mM: 119 NaCl, 4.7 KCl, 1.2 KH2PO4, 
1.2 MgSO4, 25 NaHCO3, 11 glucose, 1.5 lactate, 0.2 pyruvate, and 0.8 nM insulin) 
supplemented with 0.5 mM (1.0 µCi) [3H]DOG (Figure 1). Washout of extracellular 
[3H]DOG was then achieved by perfusing hearts with normal KH for 5 min prior to 




The mitochondrial entrapment of [3H]-DOG, which reflects the extent of PTP 
opening that occurred during I-R, was expressed as follows:  
 
DOG index = 105 x (mitochondrial [3H]DOG / tissue [3H]DOG) / CS recovery. 
 
where mitochondrial and tissue [3H]DOG are expressed in d.p.m per unit of CS and 
d.p.m per g of wet ventricular tissue respectively.  This calculation thus allows 
mitochondrial [3H]DOG entrapment to be normalized for the concentration of 
mitochondria present in the mitochondrial fraction, and for possible differences in 
the tissue uptake of the tracer. In addition, this index was corrected by the amount of 
CS recovered in the mitochondrial fraction per gram of ventricle, which is an 
indicator of mitochondrial yield [26]. In the present study no differences between 
experimental groups were however noted for CS recovery (3.1 ± 0.5, 2.9 ± 0.3 and 
3.7 ± 0.5, mU/min/g ventricular wet weight in control, mdx and mdx+sil respectively, 
n = 10-12 per group, P = NS), presumably because ischemia was less severe (10 % of 
baseline coronary flow) than in previous studies (no flow) [11,26]. 
 
Isolation of cellular fractions for biochemical assays: 
For all the biochemical assays described below, separate perfusions were 
performed exactly as described above, except that [3H]-DOG was omitted. At the end 
of each perfusion, the heart was homogenized using standard procedures for the 




Tissue Ca2+ content: 
Total Ca2+ content in the whole heart homogenate was measured 
spectrophotometrically on a plate reader using an O-Cresolphthalein Complexone 
assay [34]. Results were expressed in nmoles Ca2+ / mg protein. 
 
Activity of caspases and aconitase: 
Caspase activity in the whole heart homogenate was measured 
fluorimetrically on a plate reader using specific substrates for caspase 3 and caspase 
9 (Ac-DEVD-AFC and Ac-LEHD-AFC respectively). Activity was expressed as 
Δfluorescence/sec/unit of LDH released. Normalization per unit of LDH released in 
the coronary effluent was used to take into account that caspases are released along 
with LDH from cells that lose their membrane integrity [21]. In fact, preliminary 
studies showed a strong inverse relationship (r2 = -0,62, p<0,01, n= 18) between the 
amount of LDH released in the coronary effluent during I-R, and caspase activity 
measured in the whole tissue at the end of perfusion. The activity of aconitase, a 
specific marker of mitochondrial oxidative stress, was measured 
spectrophotometrically in whole heart homogenates using a coupled enzyme assay 
[28].  
 
Release of pro-apoptotic factors: 
Quantification of mitochondrial pro-apoptotic factors in the crude cytosolic 
fraction was performed by immunoblotting using previously published procedures 
[34]. Briefly, 7 µg of protein were resolved on 12.5% polyacrylamide mini-gels and 
transferred to a PVDF membrane. Equal sample loading was confirmed by Ponceau 
S stain. Membranes were then fixed for 10 min with 0.05% glutaraldehyde in tris-




supplemented with 5 % BSA or non-fat milk, and incubated overnight at 4 oC with 
primary antibodies against AIF (Abcam), Smac/Diablo (Santa Cruz Biotechnology), 
cytochrome c (Invitrogen) and LDH (Santa Cruz Biotechnology). Following 
incubation with the secondary antibody, bands were visualized by enhanced 
chemiluminescence (Amersham) and quantified by ImageJ software. 
 
Preparation of permeabilized myofiber and ghost fiber bundles: 
Dissection and permeabilization of cardiac fiber bundles from freshly isolated 
hearts was performed as previously described [41]. Briefly, fiber bundles were 
sampled form the endocardial portion of the left ventricle, separated with sharpened 
forceps under a dissecting microscope and permeabilized by incubation with saponin 
(50 µg/mL) during 30 min. Ghost fibers devoid of myosin were prepared by 
incubating saponin-permeabilized bundles in a high KCl medium, which allows for 
the extraction of myosin [41]. Permeabilized bundles and ghost fiber bundles were 
then kept on ice until use (within 6 hours). All mitochondrial parameters described 
below were determined at least in duplicate in permeabilized fibers from every heart.  
 
Mitochondrial functional assessment: 
Mitochondrial function was studied using previously established procedures 
[1,41]. Briefly, mitochondrial respiration was measured polarographically in 
permeabilized bundles (1-2 mg dry weight) incubated in 1 mL of respiration buffer 
(in mM: 2.77 CaK2EGTA, 7.23 K2EGTA, 1.38 MgCl2, 20 taurine, 0.5 DTT, 100 K-
MES, mM imidazole, 3 K2HPO4, pH 7.3, 23 oC). Mitochondrial H2O2 release was 
determined by measuring the rate of increase in Amplex-red (20 µM) fluorescence in 
permeabilized fibers (0.3-1.0 mg dry weight) incubated in 600 µL of K-MES buffer 
(in mM: 110 K-MES, 35 KCl, 1 EGTA, 5 K2HPO4, 3 MgCl26H2O, and 0.5mg/ml 
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BSA, pH 7.3, 37 oC) supplemented with 1.2 U/mL horseradish peroxidase [1,41]  . 
The sequence of respiratory substrates and inhibitors used in these experiments is 
detailed in the appropriate figure legends. Mitochondrial H2O2 scavenging capacity 
was measured in parallel experiments in K-MES buffer supplemented with 50 µM 
pyruvate and 20 µM malate by measuring the rate of decline of Amplex red 
fluorescence following addition of 30 µM H2O2 to permeabilized fibers [1]. The 
velocity of Ca2+ uptake by mitochondria, and the sensitivity to Ca2+-induced PTP 
opening were determined fluorimetrically in ghost fibers using Ca-green5N [41].  
Briefly, fibers incubated in a sucrose buffer (250 mM sucrose, 10 mM MOPS, 10 
mM Pi-Tris, 5mM glutamate, 2.5 mM malate, 0.5 nM oligomycin, 5 mM succinate, 5 
μM EGTA and 1 µM Ca-green5N) were exposed to a single pulse (20 nmoles) of 
exogenous Ca2+. The rate of Ca2+ uptake by mitochondria during the first 300 sec, 
and the time required to observe subsequent mitochondrial Ca2+ release caused by 
opening of the PTP, were measured. All mitochondrial functional parameters were 
expressed per unit of the marker enzyme CS to normalize for potential differences in 
mitochondrial content between samples.  
 
Statistical analyses: 
Results are expressed as means ± SEM. Statistical differences were analyzed 
using one-way ANOVA except for myocardial function, where the main effects of 
time and experimental group as well as the time-experimental group interactions 
were tested by repeated-measures analysis of variance (Statistica package). Tukey 
post hoc tests were used to identify the location of significant differences (P < 0.05). 
Considering the inherent variability in contractile function and response to I-R 




comparisons were only made between groups of hearts that were perfused together 
within a relatively short time period.  
 
RESULTS    
Sildenafil selectively protects the perfused dystrophic heart against I-R induced 
injury and PTP opening: 
Under baseline normoxic conditions, perfused control and mdx hearts 
displayed similar values for RPP as well as negative and positive rates of pressure 
development (min and max dp/dt) (Figure 1). Infusion of norepinephrine starting 5 
min prior to ischemia had a significant inotropic and chronotropic effect in normal 
hearts, but this response was significantly blunted in mdx hearts. Following low-flow 
ischemia and reperfusion, perfused hearts from mdx mice displayed a markedly 
lower recovery of RPP and ±dp/dt. Coronary flow during reperfusion was also lower 
in mdx hearts, probably as a result of the lower contractile work performed relative to 
control hearts. LDH release in the coronary effluent during perfusion was 
significantly higher in mdx hearts, in agreement with our previous studies [28]. 
 
Treatment of mdx mice with sildenafil 30 min prior to heart perfusion led to a 
nearly complete normalization of the inotropic response to norepinephrine prior to 
ischemia, improved functional recovery from I-R, and a substantial reduction in LDH 
release. On the other hand, sildenafil did not exert any significant effect on coronary 
flow. In contrast, in a separate set of perfusions, administration of sildenafil to 
control C57BL/10ScSn mice had no significant effect on the recovery of RPP, ±dp/dt 
and release of LDH (Figure 1, supplementary material).  
 
As expected, I-R caused opening of the PTP in perfsued hearts from both 
animal strains, but this effect was more than 2-fold greater in hearts from mdx mice 
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compared to their normal counterparts (Figure 1F). This was accompanied by greater 
release of pro-apoptotic factors in the cytosolic fraction of mdx hearts and enhanced 
activity of caspase 9 and caspase 3 (Figure 2). Importantly, administration of 
sildenafil to mdx mice prevented PTP opening and activation of these downstream 
cell death signals. In contrast, administration of sildenafil to control mice had no 
effect on PTP opening in our experimental conditions (Figure 1F, supplementary 
material).  
 
Sildenafil attenuates excessive tissue calcium overload and mitochondrial 
oxidative stress in the perfused dystrophic heart following I-R: 
 
We next investigated factors that could participate to enhanced I-R-induced 
PTP opening in dystrophic hearts, and determined whether they were beneficially 
affected by the administration of sildenafil. As shown in Figure 3, total tissue Ca2+ 
content, a key factor known to promote PTP opening [58], was greater in dystrophic 
hearts compared to their normal counterparts. Importantly, administration of 
sildenafil to mdx mice reduced tissue Ca2+ to the levels observed in normal hearts. 
 
Oxidative stress is, together with tissue Ca2+ content, another major factor 
that promotes PTP opening [58]. For this reason, aconitase activity, a specific marker 
of mitochondrial oxidative stress particularly in tissues with a high mitochondrial 
content, was measured. As shown in Figure 3, tissue aconitase activity, was 
significantly reduced following I-R in dystrophic hearts relative to controls, 
suggesting the presence of greater oxidative stress. In contrast, the activity of citrate 
synthase, which is not sensitive to inactivation by oxidative stress, was similar in the 




weight, in control and mdx, and mdx+Sil, n=6 per group). Importantly, administration 
of sildenafil to mdx mice partially prevented the loss of aconitase activity without 
affecting the activity of citrate synthase, 
 
Primary mitochondrial abnormalities prior to I-R as a predisposing factor for 
PTP opening:  
 
In separate experiments, permeabilized cardiac fiber bundles were prepared 
from freshly isolated heart, which had not been perfused or subjected to I-R in order 
to determine whether mitochondrial functional abnormalities, either at the level of 
respiration, ROS production and scavenging, or sensitivity to Ca2+-induced PTP 
opening, could have predisposed to I-R-induced dysfunction in the dystrophic heart 
at this early stage of disease. As shown in Figure 4, no differences in respiration were 
observed between mitochondria from control and mdx hearts in any of the respiratory 
states, regardless of the type of substrate used. Similarly, the net rate of H2O2 release 
measured under various respiratory states, and the mitochondrial H2O2 scavenging 
capacity, were similar in the two animal strains. On the other hand, in response to a 
Ca2+ challenge, Ca2+ uptake velocity was significantly greater (62% increase vs. 
controls, p<0.01), and PTP opening following addition of Ca2+ occurred more rapidly 
(946 ± 20 sec vs. 1075 ± 23 sec, p<0.01), in mitochondria from mdx hearts than in 
their control counterparts (Figure 5). Considering that accumulation of Ca2+ in 
mitochondria is a key factor promoting PTP opening under stress, these experiments 
were repeated in fiber bundles prepared from mdx mice previously treated with 
sildenafil to determine whether sildenafil could correct excessive mitochondrial Ca2+ 
uptake.  As shown in Figure 5, sildenafil treatment reduced the velocity of Ca2+ 
uptake, and time to PTP opening was increased such that it was no longer different 
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from the values observed in normal controls. However, addition of sildenafil directly 
to permeabilized fiber bundles in vitro was without effect (results not shown). 
 
DISCUSSION 
Previous studies have suggested that in mdx mice, the abnormally high 
susceptibility of the heart to stress-induced injury plays a role in the development of 
cardiomyopathy [13,29]. Here, we demonstrate using an experimental model of ex 
vivo perfused hearts subjected to an acute I-R stress, that already at a young age, 
hearts from mdx mice display an increased susceptibility to opening of the PTP, 
enhanced activation of cell death signaling, and mitochondrial oxidative stress, all of 
which contribute to cardiomyocyte damage and poorer functional recovery following 
acute stress compared to normal control hearts. Importantly, this was observed in 
hearts isolated from young mdx mice prior to clinical signs of cardiomyopathy in 
vivo, suggesting that stress-induced mitochondrial  PTP opening could be an early 
contributor to disease progression. Furthermore, additional data provide some new 
insights into the mechanisms that might predispose mitochondria from 12-week-old 
mdx heart to increased PTP opening following a stress challenge. In fact, we found 
that in vitro Ca2+ uptake velocity is increased in mitochondria from non-ischemic 
mdx hearts. However, mitochondria from these hearts displayed no respiratory 
defects or alterations in mitochondrial ROS emitting potential. Finally, an important 
and previously unreported finding of the present study is that administration of 
sildenafil to mdx mice prior to subjecting ex vivo perfused hearts to the I-R stress 
protocol largely prevents excessive opening of the PTP, and its downstream 





Vulnerability to stress-induced PTP opening: An early contributor in the 
pathogenesis of cardiomyopathy in DMD. 
Transient focal ischemia is believed to contribute to skeletal muscle damage 
in DMD[36]. However, in the heart the existence of this phenomenon remains 
debated [19], and mechanical stress is considered the main factor promoting 
cardiomyocyte injury [13,29]. In the present study, the primary reason for using I-R 
in conjunction with adrenergic stress was not to mimic a physiopathological 
mechanism per se, but rather to create sufficient stress to unmask in the whole organ, 
the vulnerability of dystrophin-deficient cardiomyocytes to PTP opening at an early 
stage of the disease. This experimental protocol was chosen following pilot 
experiments in which we were unable to detect significant differences in PTP 
opening between the control and the mdx group when hearts were submitted to 5 min 
of adrenergic stress without the subsequent period of I-R ([3H|-DOG index: 3.58 ± 
0.69 and 3.21 ± 0.41 in mdx and control respectively, P = 0.93, n = 11). However, we 
believe that this should not be taken as a proof that mechanical stress alone is unable 
to induce PTP opening. Indeed, in a recent study Jung et al. [27] showed that 
following mechanical stress in vitro in isolated dystrophin-deficient cardiomyocytes, 
a subset of mitochondria accumulate Ca2+ and depolarize abruptly shortly after, 
which is typical of PTP opening. The number of mitochondria in which this was 
reported was, however, relatively small, which may explain why in our study using 
whole hearts, I-R was required to produce measurable differences in mitochondrial 
[3H]-DOG entrapment between the control and the mdx group. Nevertheless, when 
repeated chronically over the slow and progressive course of the disease, restricted 
opening of the PTP during mechanical stress is likely to contribute to activation of 
cell death signaling. Furthermore, as we [33], and others [25,26] have previously 
shown, increased opening of the PTP measured in the intact organ is invariably 
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accompanied by an impairment of respiratory function in mitochondria isolated post-
stress. Therefore, repeated opening of the PTP could also contribute to jeopardize 
energy homeostasis of the mdx heart. Taken together, our data thus suggest that in 
DMD, enhanced opening of the PTP intervenes early in the disease, and promotes the 
development of overt cardiomyopathy. Previous results by Millay et al. [37], 
showing that genetic ablation of the PTP sensitizing protein CypD in other models of 
MD (i.e. scgd-/- and lama-/- mice) ameliorates end-points of cardiomyopathy (i.e. 
fibrosis, hemodynamic, and survival) further supports this possibility. 
 
Role of cellular and mitochondrial Ca2+ handling. 
An important factor that likely explains excessive opening of the PTP in 
hearts from mdx mice compared to those of control mice is likely the increase in 
tissue Ca2+ levels observed following I-R (Figure 3). Indeed, although we could not 
measure mitochondrial Ca2+ levels using our assay, it is well established that 
enhanced tissue Ca2+ levels result in mitochondrial Ca2+ overload and PTP opening 
[12,20,58]. The increase in tissue Ca2+ levels observed following I-R in hearts from 
mdx mice also concurs with results from previous studies showing that following 
mechanical stress, Ca2+ entry is increased in dystrophin-deficient myocytes through 
various mechanisms that ultimately contribute to dysfunction and injury, including 
transient microrupture of the sarcolemmal membrane, activation of voltage-
independent stretch-sensitive Ca2+-leak channels (SACs) [17,57], store-operated Ca2+ 
channels (SOCs) [23,44,51], and ryanodine receptors [4,27], as well as reversal of 
Na+/Ca2+ exchangers [15]. 
 
In  contrast to these sarcolemmal and sarcoplasmic reticulum Ca2+ handling 




available on mitochondrial Ca2+ handling in dystrophin-deficient myocytes. In the 
present study, we found that mitochondria in permeabilized fibers isolated from non-
perfused mdx hearts displayed a greater rate of Ca2+ uptake, resulting in premature 
opening of the PTP, when exposed to a standardized Ca2+ challenge in vitro (Figure 
5). These novel results thus suggest that in addition to increased cellular Ca2+ entry, 
enhanced mitochondrial Ca2+ uptake kinetics per se could exacerbate mitochondrial 
Ca2+ overload, and thus promote PTP opening when the dystrophin-deficient heart is 
challenged. More detailed studies will however be required to determine whether this 
is caused by changes in the driving force for Ca2+ uptake, the kinetics of Ca2+ 
transport across the outer and inner membranes, or differences in the access to bulk-
phase Ca2+ due to changes in the mitochondrial morphology [48]. 
 
Mitochondrial oxidative stress. 
Several lines of evidence, including the reduction in myocardial aconitase 
activity reported in the present (Figure 3) and previous studies [28], as well as direct 
measurement of mitochondrial superoxide production in isolated skeletal muscle 
fibers following mechanical stress [46], suggest that dystrophin deficiency is 
associated with mitochondrial oxidative stress in myocytes. However, because ROS 
dynamics in isolated mitochondria have never been investigated in hearts from mdx 
mice, it is unclear from these studies whether oxidative stress is caused by intrinsic 
changes in ROS handling within mitochondria, or by stress-induced alteration of 
cellular factors that regulate mitochondrial ROS production in intact cells. In the 
present study, data obtained in vitro in permeabilized fibers isolated from non-
perfused hearts revealed that under an unstressed state there are no differences in the 
net rates of H2O2 release between mitochondria from control and mdx hearts under 
conditions in which superoxide production was maximized (i.e. in state 2 respiration 
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in presence of glutamate + succinate, and after inhibition of complex III with 
antimycin-A), or in the presence of ADP, a more physiologically relevant condition. 
Moreover the rate of scavenging of exogenous H2O2, which provides a global 
measure of antioxidant flux capacity in respiring mitochondria, did not differ 
between the control and mdx group (Figure 4). Overall, these data thus indicate that, 
at least prior to detectable cardiomyopathy, mitochondrial oxidative stress observed 
following I-R in the ex vivo perfused heart of dystrophin-deficient mdx mice (Figure 
3 and [28]) is attributable to changes in factors regulating ROS production in 
cardiomyocytes, but not to an increase in ROS emitting potential of the respiratory 
chain, or to a reduction in mitochondrial anti-oxidant defense systems. In this regard, 
factors such as enhanced cellular Ca2+ levels, and opening of the PTP, which both 
stimulate mitochondrial ROS production [3,8,54], are likely to play important roles. 
Our findings that sildenafil reduced tissue Ca2+ levels and completely abolished 
excessive opening of the PTP, as well as partially restoring aconitase activity, in mdx 
hearts are consistent with this notion.  
 
Respiratory function. 
Our studies performed in permeabilized fibers from non-perfused hearts 
showed that respiratory function was similar in control and mdx mice (Figure 4). 
These results are consistent with previously published data by Kuznetsov et al. [31] 
showing that prior to cardiomyopathy, (i.e. in 16-24 weeks old mdx mice), 
mitochondrial respiratory function is normal in the heart when measured under 
unstressed conditions. Interestingly in the latter study, skeletal muscles, which 
already present a severe pathological phenotype at this age, displayed overt 
mitochondrial respiratory defects, suggesting that respiratory dysfunctions are 




to cardiomyopathy an experimental stress is required to unmask abnormal 
mitochondrial responses in mdx hearts, as observed in other models of acquired 
cardiomyopathy [9].  
 
Protective effect of sildenafil and the role of defective cGMP signaling in 
cardiomyopathy. 
Previous studies have established that lack of dystrophin causes a 
mislocalization, and a pronounced reduction of nNOS activity in skeletal muscle and 
heart [5,22,55], which leads to a deficit in NO-mediated cGMP signaling. Recently, 
we showed for the first time that in vivo treatment with sildenafil for 6 weeks (0.7 
mg/kg/day i.p.) to enhance cGMP signaling protected hearts of young mdx mice 
against stress-induced cell death [29]. However, the underlying factors involved in 
this effect were not investigated. In the present study, we demonstrate using our ex-
vivo model of I-R stress that, at least acutely, sildenafil largely abolishes excessive 
PTP opening and activation of downstream cell death signaling, suggesting that 
prevention of mitochondrial dysfunction directly and/or indirectly is an important 
cardioprotective mechanism against stress-induced damage. Importantly, under our 
experimental conditions, sildenafil had no effect in hearts from normal mice (Figure 
1 supplementary material). This novel observation thus provide evidence that the 
deficit in cGMP signaling inherent to lack of dystrophin [5,22,55] is a contributor to 
mitochondrial dysfunction and tissue injury when the heart is acutely challenged by 
stress.  
 
Of note, mdx hearts displayed an attenuated response to norepinephrine 
before ischemia and sildenafil restored this response to the level observed in hearts 
from control animals, suggesting that alteration in beta-adrenergic responsiveness 
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could be involved for the protective effect of sildenafil. However, previous studies in 
mdx mice have shown that beta-adrenergic responsiveness is normal at 12 weeks of 
age and deteriorates only in older mice (12 months) [32]. Furthermore, at least in 
normal hearts, sildenafil decreases adrenergic responsiveness [6,50], which contrasts 
with our observations. Therefore, it is unlikely that altered beta-adrenergic 
responsiveness can explain the effects of norepinephrine/ischemia and of sildenafil 
observed in mdx hearts. Considering our data, a more likely explanation is that 
sildenafil attenuates cardiomyocyte damage, which in turn improves myocardial 
function. 
 
The striking efficacy of sildenafil at preventing PTP opening in mdx hearts 
following I-R may be related to the fact that cGMP signaling can simultaneously act 
on several crucial determinants of PTP opening. In fact, our results show that 
sildenafil reduced tissue Ca2+ in reperfused mdx hearts to the level observed in 
normal hearts. Since there is a well-established relationship between cellular and 
mitochondrial Ca2+ levels during I-R [12,20], these data strongly suggest that 
attenuation of Ca2+ overload, plays an important role in limiting permeability 
transition. Our novel findings concur with the known ability of cGMP-dependent 
protein kinase 1 (PKG1) to reduce intracellular Ca2+ through inhibition of various 
sarcolemmal Ca2+ channels [38,45], in particular TRPC1 channels, which are 
believed to be stretch/store-activated [10]. In fact, these channels can be modulated 
by cGMP/PKG [10], and their expression and activity are increased in dystrophin-






In addition to preventing excessive cellular Ca2+ entry, our results indicate 
that administration of sildenafil in vivo also induced an inhibition of mitochondrial 
Ca2+ uptake velocity, and a delay in time to PTP opening that could still be detected 
ex vivo in permeabilized cardiac fibers several hours after. In contrast, direct addition 
of sildenafil to permeabilized fiber bundles in vitro was without effect, which is in 
line with recent observations in isolated mitochondria [16]. These results thus 
suggest that sildenafil inhibits mitochondrial Ca2+ uptake through activation of a 
cellular signaling cascade that cannot be activated after myocytes have been 
permeabilized. In isolated mitochondria recombinant PKG was shown to inhibit PTP 
opening through a complex mechanism suggested to involve activation of intra-
mitochondrial protein kinase C epsilon (PKCε) and subsequent opening mKATP 
channels [7,18]. However, this is unlikely to explain the effect of sildenafil in the 
present study since our experiments were performed in a K+-free media. On the other 
hand, recent evidence show that mitochondrial Ca2+ uptake is regulated through 
phosphorylation of the Ca2+ uptake machinery by several kinases, including p38 
mitogen-activated protein kinase (MAPK), as well as PKCs β, δ and ζ [30,49]. 
Further work is required to determine whether sildenafil can modify the 
phosphorylation state of mitochondrial proteins that can affect Ca2+ uptake.  
 
Conclusion. 
In conclusion, our results demonstrate that opening of the PTP is an important 
factor contributing to the high susceptibility of dystrophin-deficient cardiomyocytes 
to stress-induced injury, which is considered to play a key role in the development of 
cardiomyopathy in DMD. From a clinical perspective, recent studies performed in 
skeletal muscle have suggested that treatment with specific PTP inhibitors that bind 
cyclophilin-D (i.e. Debio025) may be a promising avenue for limiting disease 
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progression in DMD [37]. Our results demonstrate that at least in the heart, sildenafil 
could constitute an advantageous adjunct to cyclophilin-D ligands to potently inhibit 
PTP opening. Although preliminary evidences indicate that long-term administration 
of sildenafil ameliorates cardiopathy in older mdx mice [40], further studies are 
required to delineate the role of mitochondrial protection in this effect. Ultimately, 
sildenafil could be rapidly transferred in a clinical setting since it is already 
administered to children for the treatment of pulmonary hypertension and is reported 
to be safe and well-tolerated [24].  
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Figure 1: Response to ischemia-reperfusion in control and mdx hearts. Rate 
pressure product (RPP: panel A), maximal and minimal rate of pressure development 
(dp/dtmax and dp/dtmin, panel B, C), coronary flow (panel D), release of LDH in the 
coronary effluent (panel E) and DOG index (Panel F) in control and mdx hearts 
submitted to low flow ischemia in presence of adrenergic stress. Following the initial 
10-min period of stabilization, hearts were perfused with KH buffer containing 
[3H]DOG as indicated. Perfusion was switched back to normal KH buffer for 5 min 
prior to ischemia in order to wash out extra-cellular [3H]DOG. During washout, the 
infusion of norepinephrine (100 µM) was started and maintained during I-R. [3H]-
DOG index, reflecting the extent of PTP opening in the heart, is expressed in ratio 
units in control, mdx and mdx+Sil (n = 10-12 hearts per group). a: significantly 
different from control (P<0.05), b: significantly different from mdx treated with 
vehicle (P<0.05).  
 
Figure 2: Mitochondrial cell death signaling in control and mdx hearts following 
ischemia-reperfusion. Panel A and B:  Amount of AIF, Smac/DIABLO and 
cytochrome c released in the crude cytosolic fraction from control, mdx and mdx+sil 
following I-R (n = 5-7 hearts per group). AIF, Smac/DIABLO and cytochrome c 
contents were normalized against the cytosolic marker enzyme LDH, which was 
similar in the control and mdx group. Panel C and D: activity of caspase 9 and 3. 
Results are expressed in fluorescence units per mU of LDH released in the coronary 
effluent to take into account that caspases are released along with LDH from cells 
that lose their membrane integrity [21]. a: significantly different from control 




Figure 3: Calcium content and aconitase activity in control and mdx hearts 
following I-R. Panel A: Total Ca2+ content in whole heart homogenates following I-
R (n=5-7 hearts per group). Panel B: Activity of the mitochondrial enzyme aconitase 
in whole heart homogenates following I-R (n=5-7 hearts per group). a: significantly 
different from control (P<0.05). 
 
Figure 4: Mitochondrial respiration and ROS dynamics in control and mdx 
hearts. Panel A: respiration rates measured in cardiac fibers prepared from hearts 
freshly isolated from control and mdx mice. Following addition of fibers, the 
following addition sequence was performed: glutamate (5 mM), ADP (1 mM), 
rotenone (1 µM: not shown), succinate (5 mM), CCCP (1 µM), antimycin-A (8 µM: 
not shown), TMPD-ascorbate (0.9:9.0 mM) and KCN (0.6 mM). Panel B: Net rate of 
mitochondrial H2O2 release in fibers from control and mdx hearts. The substrates and 
inhibitors were added sequentially at the above-mentioned concentrations.  Panel C: 
Rate of H2O2 scavenging by mitochondria with pyruvate and malate (50 and 20 µM) 
following addition of 20 nmoles H2O2. All experiments were performed in parallel in 
one control and one mdx heart on each day (n=8-12 heart per group). a: significantly 
different from control (P<0.05). 
 
Figure 5: in vitro mitochondrial Ca2+ handling in permeabilized fibers from 
non-perfused hearts. Panel A: Representative calcium-green 5N traces showing 
mitochondrial Ca2+ uptake and release in permeabilized fibers prepared from freshly 
isolated non-ischemic hearts from control, mdx and mdx + sildenafil mice. The linear 
slope representing the initial rate of Ca2+ uptake is shown for each trace. Panel B: 




Ca2+. Panel C: Time required for opening of the PTP. Experiments were performed 
in parallel of other mitochondrial functional assays described in figure 4 (n=8-12 
heart per group). a: significantly different from control (P<0.01), b: significantly 
different from mdx treated with vehicle (P<0.05).  
 
Figure 1 supplementary material: Effect of sildenafil on functional response to 
ischemia-reperfusion in control hearts. Evolution of rate pressure product (RPP: 
panel A), maximal and minimal rate of pressure development (dp/dtmax and dp/dtmin, 
panel B, C), coronary flow (panel D) release of LDH in the coronary effluent (panel 
E) and extent of PTP opening (panel F) in control hearts submitted to low flow 
ischemia in presence of adrenergic stress. Animals were injected with either saline or 
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Oxidative stress and mitochondrial dysfunction have been associated to 
ischemia-reperfusion (I-R) injuries. In the the mdx heart, the murine model of 
Duchenne muscular dystrophy this relationship appears to be even more critical. 
Thus, we tested whether SS-31, a mitochondria specific antioxidant that accumulates 
in the intermembrane space, could attenuate the impact of ischemia-reperfusion on 
the cardiac muscle in mdx mice. After a single injection of SS-31 (3 mg/kg, IP), the 
heart was perfused using a modified Langendorff method before being subjected to 
30 minutes of ischemia followed by reperfusion. Our results indicate that SS-31 
treatment did not prevent the exaggerated loss-of-function as measured by the 
recovery in LVDP following I-R in mdx mice. The antioxidant treatment also did not 
protect from cellular damage that is characteristic of the mdx heart in response to I-R. 
Specifically, the LDH release, the increased mitochondrial permeability transitional 
pore (mPTP) opening and, the reduction of aconitase activity that is observed post I-
R were all unaffected by pre-treatment with SS-31. We also show that although 
administration of the peptide effectively reduced mitochondrial ROS production in 
permeabilized heart myofibers from wild-type mice, this effect was not observed in 
the mdx. These results may reflect the dispensability of mitochondrial oxidative 
stress in mediating cardiac dysfunction following I-R in mdx, or, that a single dose 
3mg/kg IP of SS-31 is insufficient to attenuate this response. Nonetheless, we 
confirm that I-R damage in the mdx heart is mediated by PTP opening. 
Keywords:  






Duchenne Muscular Dystrophy (DMD) is an inherited X-linked disease 
resulting in the absence of functional dystrophin, a cytoskeletal protein that is critical 
for maintenance of cell membrane stability in skeletal and cardiac muscle cells 
(Petrof BJ et al 1993). Although the first clinical manifestations are generally related 
to skeletal muscle weakness, cardiac involvement is inescapable with age as heart 
failure is the cause of death in 30% of DMD patients (de Kermadec JM et al. 1994, 
Mukoyama M et al. 1987, Nigro G et al. 1983 and Nigro G et al. 1990}. Although 
the primary deficit responsible for cardiomyopathy is undoubtedly the lack of 
dystrophin, the cellular mechanisms leading to dilated cardiomyopathy remain 
poorly understood. 
 
  The lack of dystrophin results in an increased vulnerability to mechanical 
stress that has been observed in skeletal muscle (Shkryl VM et al. 2009) as well as in 
the heart on isolated cardiomyocytes (Jung C et al. 2008 and Fanchaouy M et al 
2009) and in the whole organ both in vivo (Khairallah M et al. 2008) and ex vivo in 
isolated perfused working heart (Khairallah M et al. 2007 and Khairallah M et al. 
2008) as well as in ischemia-reperfusion (I-R) (Ascah A et al. 2010). This 
vulnerability to stress is present at a young age (i.e. 12 weeks), well before clinical 
signs of cardiomyopathy appear (Li W et al. 2009), suggesting that it could play a 
role in the progression of the pathology. The group of Shirokova N. (Jung C et al. 
2008) also reported an elevated ROS production in mdx cardiomyocytes that is 
greatly exacerbated after a mechanical osmotic stress. In line with this, we and others 
have observed a decreased activity of aconitase, a citric cycle enzyme whose activity 
is inhibited by ROS, in the mdx heart following a protocol of perfusion in working 
mode (Khairallah M et al. 2007) or following I-R (Ascah A et al. 2010 and Burelle Y 
et al. 2010). Excessive ROS production is known to act synergistically with calcium 
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to induce PTP opening and activation of cell death (Lemasters JJ et al. 2009). 
Because of the potential role for ROS in the DMD disease progression, there has 
been a growing interest in using antioxidant treatments (Whitehead NP et al. 2008 
and Williams IA et al. 2007) including mitochondria-targeted peptides such as the 
Coenzyme Q10 analog, idebenone (Buyse GM et al. 2009).  Indeed, Buyse et al. 
(Buyse GM et al. 2009) recently demonstrated that a long-term treatment with 
idebenone in mdx mice reduces inflammation, cardiac systolic dysfunction and 
mortality in response to dobutamine-induced hemodynamic stress. Consequently, 
this study aims at assessing the effectiveness of a more specific mitochondria-
targeted antioxidant, SS-31 (a peptide developped by Szeto and Schiller), in 
protecting the mdx heart from I-R injury. This peptide has already been shown to 
protect against neurodegenerative diseases involving mitochondrial oxidative stress 
like amyotrophic lateral sclerosis (ALS) and Parkinson (Petri S et al. 2006 and Szeto 
HH 2008 Ann N Y Acad Sci ). It can also protect the normal heart from I-R injury, in 
which oxidative stress is also known to be important (for review Szeto 2008 Antioxid 
Redox Signal). The cardioprotective attributes of this peptide are thought to be 
derived from its ability to hinder the vicious cycle of increased ROS production and 
susceptibility to mPTP opening (Szeto 2008 Antioxid Redox Signal). 
 
In the present study, we use the mitochondrial [3H]-deoxyglucose ([3H]-
DOG) entrapment method to directly quantify PTP opening, in Langendorff perfused 
mdx hearts submitted to ischemia-reperfusion. We hypothesize that the mitochondrial 
antioxidant SS-31 will improve mitochondrial resistance to stress-induced mPTP 
opening by preventing an acute augmentation of mitochondrial ROS production, thus 
preventing excessive cell death which would translate into improved cardiac function 





Animal care and drug treatment: 
All experiments were approved by the Université de Montréal Institutional 
Animal Care Committee and conducted according to the directives of the Canadian 
Council on Animal Care.  The male mdx and C57BL/10ScSn mice used in this study 
originated from a colony maintained at the Royal Victoria Hospital, in Montreal, 
Canada. To insure that dystrophic hearts were free of cardiomyopathy, all 
experiments were conducted at 12 weeks of age at a time when echocardiographic 
and histological abnormalities are not yet present (Li W et al. 2009). Thirty minutes 
prior sacrifice, mice were administered either a single i.p. injection of SS-31 (3 
mg/kg, kindly provided by Dr. Deschepper) dissolved in saline, or the vehicle alone. 
 
Isolated heart perfusion 
Mice were anesthetized with a mixture of ketamine and xylazine, (9 and 1 
mg/100 g body weight) and heparinized (5 U/g body weight) 15 min prior to surgery. 
Following thoracotomy, the aorta was rapidly cannulated and cardiac arrest was 
induced with ice-cold saline with 15mM glucose. Hearts were then transferred onto 
the perfusion apparatus and the coronary arteries perfused with KH buffer (in mM: 
119 NaCl, 4.7 KCl, 1.2 KH2PO4, 1.2 MgSO4, 25 NaHCO3, 11 glucose, 1.5 lactate, 
0.2 pyruvate, 1.8mM CaCl2.2H2O) supplemented with 0.8 nM insulin, and a 
physiological level of 5 nM norepinephrine (Khairallah M et al. 2007). The perfusion 
solution was oxygenated with 95% O2 – 5% CO2 and maintained at 37 oC throughout 
the perfusion. Hearts were maintained in a water-jacketed chamber maintained at 37 
oC and were not paced. Perfusion pressure was monitored by use of an in-line 
pressure transducer connected to an in line data acquisition system (Powerlab 8/30, 
ADInstruments, Colorado Springs, CO). Ventricular pressure was monitored via a 
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separate pressure transducer connected to a custom-made plastic balloon inserted in 
the left ventricle via the left atrium. Hearts were submitted to a protocol consisting of 
30 min of low-flow ischemia (10% of pre-ischemic flow delivered by means of a 
syringe pump), followed by 40 min of reperfusion. Mechanical stress was induced by 
a constant infusion of norepinephrine (100 µM) delivered by means of a syringe 
pump during the entire I-R protocol starting 5 min prior to ischemia. Coronary 
effluent was collected at 10-min interval throughout the perfusion for measurements 
of coronary flow and determination of LDH release. LDH activity in the perfusate 
was measured spectrophotometrically on the same day using a method previously 
described (Marcil M et al. 2006) and LDH release was expressed in mU.min-1.g-1 of 
wet tissue. 
 
Measurement of PTP opening in situ with 2-deoxy [3H]glucose: 
PTP opening in situ was assessed using an adaptation of the [3H]-DOG 
entrapment method previously used in our laboratory in rats (Marcil M et al. 2006). 
This method relies on the principle that once taken up by cardiac cells through 
glucose transporters, the non-metabolizable glucose analog [3H]-DOG is trapped in 
the cytosol as [3H]DOG-6P. Given the very low permeability of mitochondria to 
sugars, [3H]DOG-6P does not normally enter the mitochondria unless PTP opening 
occurs. The extent to which [3H]DOG-6P is entrapped within mitochondria is thus 
used as an indicator of the number of mitochondria that have undergone PTP opening 
in response to a cardiac insult.  
 
In order to load cardiomyocytes with [3H]DOG prior to ischemia-reperfusion, 
hearts were initially perfused for 10 min with regular KH buffer. Following this 




with 0.5 mM 2-deoxy [3H]glucose (1.0 µCi.mL-1). Perfusion was continued for an 
additonal 5 minutes with normal KH in order to wash-out extra-cellular [3H]DOG 
prior to the ischemia-reperfusion protocol described above. In a subset of 
experiments hearts were sampled after the wash-out period for the measurement of 
baseline mitochondrial [3H]DOG entrapment. 
 
At the end of perfusion hearts were removed, weighted and homogenized in 5 
ml of ice-cold sucrose buffer (in mM: sucrose 300, Tris-HCl 10, EGTA 2, pH 7.4) 
with a polytron homogenizer (setting 3 for 5 sec) and volume was then completed to 
10 ml. An aliquot of the crude homogenate were retained for measurements of 
[3H]DOG and the remainder was immediately centrifuged at 800 g for 5 min to 
remove cellular debris. The surpernatant was recovered and centrifuged at 10 000 g 
for 5 min. The mitochondrial pellet obtained was washed twice in 15 ml of sucrose 
buffer and centrifuged at 10 000 g for 5 min. The final mitochondrial pellet was re-
suspended in 600 µL of sucrose buffer.  50 and 550 µl of this mitochondrial 
suspension was retained for the measurement of citrate synthase (CS) activity and 
determination of [3H]DOG respectively. For the measurement of [3H]DOG, crude 
homogenate and mitochondrial samples were mixed with an equal volume of 5% 
(w/v) perchloric acid and centrifuged at 10 000 g for 5 min. Radioactivity of the 
supernatant (0.5 to 1.0 mL samples) was counted in 5 ml of scintillate.  
 
Mitochondrial [3H]DOG entrapment 
Calculation of the DOG index was performed as described previously. This 
index, which reflects the number of mitochondria in which PTP opening occurred 




DOG index = [105 x mitochondrial [3H]DOG / tissue [3H]DOG] / CS recovery per g 
of heart 
 
where mitochondrial and tissue [3H]DOG are expressed in d.p.m per unit of CS in 
the mitochondrial fraction and d.p.m per g of wet ventricular tissue respectively.  
This calculation allows mitochondrial [3H]DOG entrapment to be normalized for the 
concentration of mitochondria present in the mitochondrial fraction and for possible 
differences in the tissue uptake of the tracer (Griffiths EJ and Halestrap AP 1995). 
Furthermore, this index is corrected by the amount of CS recovered per gram of 
heart, which is an indicator of mitochondrial yield (Javadov SA et al. 2003). This 
correction provides a more valid index of PTP opening since it takes into account 
[3H]DOG entrapment in mitochondria that become totally disrupted as a result of 
stress and are not recovered during isolation (Javadov SA et al. 2003 and Halestrap 
AP et al 2004).  
 
Activity of caspases and aconitase 
The activity of caspase 9 and 3 were measured fluorimetrically on a plate 
reader. Briefly, 100 µl of the cytosolic fraction was incubated with 100 µM of the 
fluorogenic 7-amino-4- trifluoromethyl coumarin (AFC)-conjugated substrate (Ac- 
DEVD-AFC for caspase-3, Ac-LEHD-AFC for caspase-9, Alexis Corp., San Diego, 
CA) at 37◦ C for 1 h. Recombinant caspase-3 and -9 were used as positive controls. 
Changes in fluorescence were recorded at a wavelength of 390 nm for the excitation, 
and 520 nm for the emission.  Caspase activity was expressed as the rate of change in 
fluorescence. Aconitase activity was measured spectrophotometrically in the 
cytosolic and mitochondrial fractions using a coupled enzyme assay as described 






Measurement of ROS production in permeabilized heart bundles 
Fibers bundles were prepared from the endocardium of the left ventricular 
free wall taken from freshly isolated hearts as described previously (Picard M et al. 
2008). Briefly, fibers were gently teased apart in medium A (in mM: 2.77 
CaK2EGTA, 7.23 K2EGTA, 6.56 MgCl2, 20 taurine, 0.5 DTT, 50 K-MES, 20 
imidazole, 5.3 Na2ATP and 15  creatine-phosphate, pH 7.3 at 4°C). Fibers were then 
permeabilized in medium A with 50 µg/ml of saponin for 30 minutes. Following a 10 
min wash in medium B (in mM: 2.77 CaK2EGTA, 7.23 K2EGTA, 1.38 MgCl2, 20 
taurine, 0.5 DTT, 100 K-MES, mM imidazole, 3 K2HPO4, pH 7.3 at 4°C), ghost 
fibers devoid of myosin were prepared as follows: fibers were rinsed three times in 
medium C (in mM: 80 K-MES, 50 HEPES, 20 taurine, 0.5 DTT, 10 MgCl2, 10 ATP, 
pH 7.3 at 4°C) and than incubated for 30 min at 4 oC in a high KCl medium to 
solubilize myosin (in mM: 800 KCl, 50 HEPES, 20 taurine, 0.5 DTT, 10 MgCl2, 10 
ATP, pH 7.3 at 4°C). Finally fibers were washed three times in a sucrose medium (in 
mM: 250 sucrose, 10 Tris base, 0.1 EGTA, pH 7.4 at 4°C) and kept on ice until use 
(within 6 hours). Mitochondrial H2O2 release was determined by measuring the rate 
of increase in Amplex-red (20 µM) fluorescence in permeabilized fibers (0.3-1.0 mg 
dry weight) incubated in 600 µL of K-MES buffer (in mM: 110 K-MES, 35 KCl, 1 
EGTA, 5 K2HPO4, 3 MgCl26H2O, and 0.5mg/ml BSA, pH 7.3, 37 oC) supplemented 
with 1.2 U/mL horseradish peroxidase (Anderson EJ and Neufer PD 2006 and Picard 
M et al 2008). 
 
Measurement of H2O2 scavenging in permeabilized heart bundles 
To compare the mitochondrial H2O2 scavenging capacity, permeabilized fiber 
bundles were placed in 500  µL of buffer Z containing 50 µM pyruvate and 20 µM 
malate in a thermally controlled chamber set at 37°C with continuous stirring as 
previously described (Anderson EJ and Neufer PD 2006). An aliquot was sample 
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before adding 40 µM of H2O2 and a new aliquot was sample 60 sec after and placed 
into 96-well plate on ice. H2O2 content was measured spectrophotometrically in a 
plate reader with 10 µM of Amplex Red and 0.5 U/mL HRP. The total amount of 
H2O2 scavenged by mitochondria was determined by substraction of initial and final 
H2O2 quantity in aliquots. At the end of each test, fibers were carefully removed from 
the micro cuvette, blotted and dried for determination of fiber weight. All 
measurements were performed at least in triplicates and results were expressed in 
nmol/min/mg dw.  
 
Statistical analyses 
Results are expressed as means ± SEM. Statistical differences were analyzed 
using one-way ANOVA except for myocardial function, where the main effects of 
time and experimental group as well as the time-experimental group interactions 
were tested by repeated-measures analysis of variance (Statistica package). Tukey 
post hoc tests were used to identify the location of significant differences (P < 0.05). 
 
RESULTS    
Cardiac function and LDH release 
The functional response of control and mdx hearts to the ex vivo perfusion 
protocol is shown in Figure 1. Myocardial function did not differ significantly 
between control and mdx hearts under baseline normoxic conditions in absence of 
adrenergic stimulation, except from a greater coronary flow in mdx hearts. However, 
consistent with the well-known sarcolemmal instability of myocytes, the release of 
LDH in the coronary effluent was substantially higher in mdx relative to controls 
before ischemia and in reperfusion (Figure 1C and D). Infusion of norepinephrine 
starting five min prior to ischemia had a significant inotropic and chronotropic effect 




low-flow ischemia, hearts from mdx mice displayed a markedly lower recovery of 
function than their counterparts from normal mice (Figure 1A). Treatment of animals 
with SS-31 30 min prior to perfusion did not affect heart function before ischemia or 
during reperfusion. It also did not affect the inotropic response to norepinephrine 
prior to ischemia or the LDH release but, it did reduce coronary flow significantly 
throughout the perfusion protocol.  
 
PTP opening and caspase 3 and 9 activation 
As expected by our previous work, I-R induced an increase in the occurrence 
of PTP opening that was more than 2 fold greater in hearts from mdx mice compared 
to their normal counterparts (Figure 2B). SS-31 treatment did not alter the enhanced 
PTP opening in dytrophic hearts. However, there was a tendency for SS-31 to 
attenuate caspase 3 and 9 activation in the cytosolic fraction (p = 0.16 and 0.06) 
(Figure 3).  A significant inverse correlation (R2= 0.37 p<0,05) was observed 
between the level of functional recovery and the degree of PTP opening when data 
from all experimental groups were pooled.  
 
Aconitase activity  
We next investigated wheter SS-31 treatment could attenuate the oxidative 
stress in the cardiac mdx mitochondria after the I-R protocol. As shown in Figure 4B 
and C, the activity of aconitase, measured in mitochondria following I-R was 
significantly reduced in dystrophic hearts treated with the peptide, suggesting an 
accentuation of oxidative stress. Importanly, this was not observed in the cytosolic 
fraction possibly indicating a direct impact of SS-31 on mitochondria-specific 







ROS production and H2O2 scavenging in isolated fibers. 
In separate experiments permeabilized cardiac fiber bundles were prepared 
from freshly isolated hearts in order to determine whether SS-31 treatment could 
reduce mitochondrial in situ ROS production. In C57BL/10ScSn mice, we found that a 
single SS-31 IP injection reduced mitochondrial ROS production in almost all 
respiratory states when compared to permeabilized heart fibers from animals who 
received the control treatment (Figure 5A). However, SS-31 did not alter ROS 
production as well as the H2O2 scavenging in heart mitochondria from mdx mice 




Results from the present study give support to the idea that opening of the 
PTP is enhanced in the hearts of young mdx mice prior to any signs of 
cardiomyopathy, and that it contributes to cardiac dysfunction following I-R. The 
increased oxidative stress, in dystrophic cardiomyocytes, a factor known to promote 
PTP opening, is thought to contribute to the development of the pathology. This is 
why we test the mitochondria targeting antioxidant SS-31 but we didn’t found any 
cardioprotective effect with acute treatment in mdx mice. 
 
Role of mitochondrial function and PTP opening in dystrophic cardiomyopathy 
Evidence obtained in skeletal muscle from mdx mice (Millay DP et al. 2008 and 
Reutenauer J et al. 2008) and other forms of muscular dystrophy, including Bethlem 
myopathy, Ullrich congenital dystrophy, and Limb-girdle muscular dystrophy 
(Angelin A  et al. 2008, Irwin WA et al. 2003 and Hicks D et al. 2009), have led to 
the suggestion that PTP opening plays a role in the dystrophic phenotype. In 
particular, studies by Millay et al. (Millay DP et al. 2008) and Reuteneuer et al. 




inhibits PTP opening by binding to cyclophilin-D, reduced fibrosis and central 
nucleation as well as improving skeletal muscle force development. In the 
sarcoglycan-null mouse (Scgd-/-), a more severe and rapidly evolving model of 
dystrophy, inactivation of the Ppif gene encoding the PTP-regulating protein 
cyclophilin-D was shown to reduce cardiac fibrosis and improve ejection fraction 
observed in the late disease stages (Millay DP et al. 2008). Our direct quantification 
of PTP opening in the whole organ using an adaptation of the [3H]-DOG method 
extends these previous observations by showing that enhanced permeability 
transition also occurs in the heart of mdx mice in response to acute stress, and is 
correlated with the level of functional impairment (Ascah A et al. 2010).  
 
Ca2+ homeostasis 
One of the important factors underlying enhanced opening of the PTP in the 
dystrophic heart is undoubtedly dysregulation of cellular Ca2+ homeostasis. Indeed, it 
is well established that mechanical stress increases Ca2+ influx in dystrophic 
myocytes. It is therefore likely that the cellular Ca2+ loading that normally occurs in 
the heart during I-R (Miyata H et al 1992 and Griffiths EJ et al. 1995) is exacerbated 
in the dystrophic heart. This would result in a mitochondrial Ca2+ overload that 
would in turn, promote opening of the PTP (Ascah A et al. 2010). We have 
previously reported that the rate of mitochondrial Ca2+ uptake was greater in 
permeabilized fibers from non-perfused mdx hearts than in fibers from their control 
counterparts; this observation was indeed associated with premature opening of the 
PTP (Ascah A et al 2010). While the mechanism underlying this enhanced Ca2+ 
uptake velocity remains to be clarified, these results raise the possibility of a two hit 
mechanism by which enhanced mitochondrial Ca2+ uptake kinetics in the dystrophic 






Another factor that act synergistically with calcium and contribute to PTP 
opening is the presence of enhanced oxidative stress (for review; Lemasters JJ et al. 
2009). Rando TA et al. have shown that myotube from mdx are more vulnerable to 
oxidative stress than controls (Rando TA et al. 1998). Our previous experiments 
demonstrate an augmented oxidative stress in the mitochondria as shown by a 
reduction in the aconitase activity following I-R. (Ascah A et al. 2010). Enhanced 
mitochondrial ROS production is the most likely candidate to contribute to the acute 
oxidative stress that is observed post I-R.  
 
The present study shows that IP administration of SS-31 in C57BL/10ScSn 
mice reduces production of ROS in isolated heart bundle as previously shown (Szeto 
HH 2006). Surprisingly, the same peptide administration did not result in lower ROS 
production nor amelioration of they H2O2 scavenging capacity in the mdx heart 
bundle. Additionally, it did not protect the mdx heart from cellular integrity 
disruption, PTP opening, nor have any positive impact on cardiac function recovery 
following I-R. In line with the inability of the peptide to diminish ROS production in 
mdx, we observed a significant decrease in aconitase activity in the mitochondrial 
fraction following the I-R indicating increase in mitochondrial oxidative stress. In the 
face of these results that are contrary to what we expected, we tested the purity of 
SS-31. We confirm that our results, which may appear as a pro-oxidant status 
following SS-31 treatment, were not the product of peptide degradation. Although 
we had anticipated an antioxidant cardioprotective effect of SS-31, this study does 




expected cardioprotective effect in the mdx mouse. Indeed, it was shown that IP 
injection of SS-31 30min before aorta ligation in vivo (Cho J et al. 2007) is 
cardioprotective. The systemic absorption of these peptides following intraperitoneal 
administration is rapid, with peak plasma levels observed before 20 min (Szeto HH 
2008 Antioxid Redox Signal) and despite the relatively short half-lives, a single 
subcutaneous dose (1 mg/kg) of SS-02 (a derivate of SS-31) was found to produce 
significant analgesic response for more than 12 h in mice (Zhao GM et al. 2002). 
Alternatively, it is possible, that the peptide affects dystrophic tissues differently than 
control tissues. It is also conceivable, that the calcium dysregulation is more 
important than oxidative stress in this pathology. Unlike sildenafil, which we have 
previously shown confers cardioprotection to I-R in mdx, SS-31 has never been 
shown to improve Ca2+ homeostasis and therefore may not be able to prevent the 
excessive loss of function in this experimental setting. 
CONCLUSION 
In conclusion, a single dose 3mg/kg I.P. of SS-31 has no cardioprotective 
effect on the mdx heart submit to an I-R or on baseline ROS production. Further 
experiments will be necessary to understand if chronic injection of SS-31 can have 
better result or if the peptide is not well designed for DMD per se. 
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Figure 1: SS-31 did not affect cardiac function and do not prevents sarcolemmal 
damage in mdx hearts submitted to ischemia-reperfusion. The figure shows the 
evolution of rate pressure product (RPP: panel A), coronary flow (panel B), and 
release of LDH in the coronary effluent in time (panel C) and total (panel D) in 
sham, mdx and mdx treated with SS-31 hearts submitted to low flow ischemia in 
presence of adrenergic stress.  Following the initial 10-min period of stabilization, 
hearts were perfused with KH buffer containing [3H]DOG as indicated. Perfusion 
was switched back to normal KH buffer for 5 min prior to ischemia in order to wash 
out extra-cellular [3H]DOG. During washout, the infusion of norepinephrine (100 
µM) was started and maintained during I-R. a: significantly different from control 
(P<0.05) 
 
Figure 2: SS-31 do not prevents excessive opening of the PTP in the dystrophic 
heart following ischemia-reperfusion. Panel A shows the principle of the 
mitochondrial [3H]-deoxyglucose ([3H]-DOG) entrapment method to quantify 
opening of the PTP perfused hearts. [3H]-DOG enters cardiomyocytes through 
glucose transporters and remains in the cytosol as [3H]-DOG-6P, unless opening of 
the PTP occurs, which results in the equilibration of [3H]-DOG-6P between 
mitochondria and cytosol. Panel B shows the [3H]-DOG index expressed in ratio 
units ([d.p.m. mitochondria / d.p.m. tissue homogenate] / unit CS recovered per g 
heart) (see methods for further details) in control, mdx and mdx+SS-31 (n= 10-12 
hearts per group). Panel C shows the correlation between the percent recovery of 
RPP at the end of reperfusion and the PTP opening index. a: significantly different 
from control (P<0.01),  
 
Figure 3: SS-31 do not prevents excessive activation of mitochondrial cell death 
signaling by caspases 3 and 9 activation in the dystrophic heart following I-R. 
Panel A and B show the activity of caspase 3 and 9 measured in an aliquot of the 
same fraction that was not treated with protease inhibitors. Results are expressed in 
fluorescence units per mg of protein.  a: significantly different from control (P<0.01), 






Figure 4: SS-31 increase the loss of aconitase activity in the mitochondrial 
fraction in dystrophic heart following I-R. The figure shows the activity of 
aconitase in the cytosolic fraction (Panel A) and in the mitochondrial fraction (Panel 
B and C) following I-R (n=5-7 hearts per group). a: significantly different from 
control (P<0.05), b: significantly different from mdx treated with vehicle (P<0.05).   
 
Figure 5: SS-31 reduces mitochondrial ROS production in control but not mdx 
hearts. Panel A: Net rate of mitochondrial H2O2 release in fibers from control (Panel 
A)(n=2) and mdx hearts (Panel B)(n=8) treated with vehicule or SS-31. Following 
addition of fibers, the following addition sequence was performed: glutamate (5 
mM), ADP (1 mM), rotenone (1 µM: not shown), succinate (5 mM), CCCP (1 µM), 
antimycin-A (8 µM: not shown), TMPD-ascorbate (0.9:9.0 mM) and KCN (0.6 mM). 
Panel C: Rate of H2O2 scavenging by mitochondria with pyruvate-malate (50: 20 











































6 DISCUSSION  
 
6.1 Vulnérabilité mitochondriale à l’ouverture du PTP : un phénomène 
précoce impliqué dans la progression du remodelage ventriculaire 
pathologique? 
L’hypothèse générale qui a guidé cette thèse de doctorat et qui découle de nos 
travaux antérieurs était que la vulnérabilité mitochondriale au stress, particulièrement 
à l’ouverture du PTP, constitue une dysfonction précoce qui pourrait prédisposer aux 
anomalies mitochondriales multiples, à l’activation des processus de mort cellulaire 
et, ultimement, aux dysfonctions cardiaques entraînant l’insuffisance.  
 
Dans la première étude de la thèse, nous avons testé cette hypothèse à l’aide 
de notre modèle, bien établi, de surcharge volumique chronique que nous avons 
appliqué à deux souches de rats affichant des propensions très différentes au 
développement de l’insuffisance cardiaque. L’objectif était de déterminer a) si la 
vulnérabilité mitochondriale au stress se développait plus tôt chez les animaux 
progressant plus rapidement vers l’insuffisance (i.e. chez les rats SD vs les WKHA) 
et b) si la vulnérabilité mitochondriale observée dans la phase précoce du remodelage 
progressait vers les dysfonctions mitochondriales plus sévères avec l’avancement de 
la pathologie. Comme dans nos études antérieures [1, 153] réalisées à l’aide de ce 
modèle, nous avons clairement démontré que la vulnérabilité à l’ouverture du PTP 
était significativement augmentée en absence de dysfonctions hémodynamiques 
majeures et sans qu’il y ait, par ailleurs, d’anomalies au plan de l’enzymologie de la 
chaîne de transport des électrons et des fonctions respiratoires. Par contre, la 
comparaison de l’effet de la surcharge volumique chez les animaux WKHA et SD 




mitochondriale au stress dans la progression vers l’insuffisance cardiaque. En effet, 
bien que la vulnérabilité mitochondriales  à l’ouverture du PTP était présente plus tôt 
chez la souche la plus susceptible que chez la souche plus résistante à la progression 
vers l’insuffisance cardiaque (4 semaines chez la souche SD vs 12  semaines chez la 
souche WKHA), la sévérité de cette vulnérabilité n’était pas différente d’une souche 
à l’autre. De plus, nous n’avons pas observé d’aggravation de cette vulnérabilité au 
cours du remodelage et aucunes des dysfonctions respiratoires sévères typiquement 
observées dans d’autres modèles expérimentaux (infarctus, surcharge pressive, 
cardiopathie diabétique [227]) n’étaient présentes dans les cœurs ACF devenus 
insuffisants.  
 
Cependant, comme nous l’avons montré, l’insuffisance cardiaque dans le 
modèle ACF survient brusquement et semble reliée à des facteurs mécaniques et 
structuraux, plutôt qu’aux modifications fonctionnelles et moléculaires du myocarde. 
Il est donc possible que, dans ce modèle, les mitochondries ne jouent pas un rôle 
aussi décisif dans la transition vers la décompensation, malgré qu’elles développent 
initialement une vulnérabilité. Par contre, la contribution de ces organelles pourrait 
être plus marquante et plus aisément objectivable dans d’autres types de remodelage.  
 
En ce sens, une plus grande susceptibilité à l’ouverture du PTP a récemment 
été rapportée dans le cœur de souris diabétiques [228].  Dans cette étude, les 
mitochondries isolées à partir de cœurs de souris ayant été traitées à la 
streptozotocine étaient plus susceptibles à l’ouverture du PTP induite par le Ca2+ que 
celles des cœurs contrôles (Figure 34). Ceci était accompagné par une plus grande 
activité des caspases dans le cœur, témoignant de l’activation de la voie 




Figure 34 : L’ouverture du pore de perméabilité transitionnelle (mPTP) chez les 
sous-populations de mitochondries. L’ouverture du mPTP a été évaluée par le 
gonflement mitochondrial mesuré par spectrophotométrie à 540 nm, à la suite d’un 
stress oxydatif au t-BuOOH (400 uM), en présence de Ca2 + (100 uM) et du 
succinate (10 mM). Le temps pour obtenir Vmax a été évalué sur une période de 15 
minutes après une exposition d’oxydant exogène. A: représente la courbe 
d’absorbance ; contrôle SSM, (ligne pleine noire), SSM diabétique (ligne discontinue 
noire), SSM contrôle + CsA (ligne pleine grise), diabétiques SSM + CsA (ligne 
discontinue grise). B: parcelle absorbance représentant. B: représente la courbe 
d’absorbance ; contrôle IFM, (ligne pleine noire), IFM diabétique (ligne discontinue 
noire), IFM contrôle + CsA (ligne pleine grise), diabétiques IFM + CsA (ligne 
discontinue grise). C : est le graphique qui résume toutes les expériences. C : Les 
valeurs sont exprimées par la moyenne ± SE; n = 6 pour chaque groupe. * : 
Significativement différent entre le groupe diabétique et contrôle  (p<0,05). 
Mitochondrie sous-sarcolemmale (SSM) et interfibrillaire (IFM). Adapté de 






Par ailleurs, au cours d’études préliminaires réalisées dans notre laboratoire, 
nous avons induit un infarctus de taille moyenne chez des rats et réalisé des études 
sur mitochondries isolées six semaines après la chirurgie, à un moment où les 
fonctions hémodynamiques étaient normales. Les résultats que nous avons obtenus 
démontrent que, tout comme dans les cœurs d’animaux ACF, les mitochondries 
provenant des cœurs infarcis étaient plus vulnérables à l’ouverture du PTP induite 
par le Ca2+, mais ne présentaient pas d’anomalies respiratoires. Cette observation est 
importante dans la mesure où il est bien reconnu que ce modèle entraîne, à plus long 
terme, l’apparition des dysfonctions mitochondriales au plan de l’enzymologie de la 
chaîne de transport des électrons, de la fonction respiratoire, de l’intégrité de 
l’ADNmt et de la morphologie mitochondriale [116, 229-231]. L’utilisation de ce 
modèle dans des études ultérieures pourrait donc s’avérer prometteuse, d’autant plus 
que le remodelage post-infarctus constitue une cause fréquente d’insuffisance 
cardiaque chez l’Homme. 
 
Par ailleurs, les travaux réalisés chez la souris mdx dans les études deux à 
quatre nous ont permis de démontrer la présence d’une vulnérabilité mitochondriale 
précoce à l’ouverture du PTP dans le cœur déficient en dystrophine. Aucunes 
données ne permettent actuellement de déterminer si cette vulnérabilité favorise 
l’apparition de dysfonctions mitochondriales plus sévères lorsque la cardiopathie se 
développe. Néanmoins, les résultats disponibles dans le muscle squelettique [225], 
qui est atteint beaucoup plus tôt que le cœur, le suggèrent fortement.  Dans 
l’ensemble, il existe donc un faisceau suggérant que la vulnérabilité mitochondriale 
est un phénomène d’une part précoce et, d’autre part, commun à plusieurs 
cardiopathies d’étiologies diverses. Bien que d’autres travaux soient requis pour le 
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confirmer, ce mécanisme pourrait initier un cercle vicieux de dysfonctions 
croissantes et ainsi contribuer à la décompensation cardiaque. 
6.2 Mécanismes impliqués dans la vulnérabilité à l’ouverture du PTP dans la 
cardiopathie dystrophique 
Par ailleurs, les études que nous avons réalisées sur le cœur de souris mdx 
nous ont permis de mettre en évidence deux facteurs qui pourraient expliquer la 
vulnérabilité des mitochondries à l’ouverture du PTP, lorsque le cœur dystrophique 
est exposé au stress,  soit a) l’entrée excessive de Ca2+ dans les cardiomyocytes et b) 
l’augmentation de la vélocité de prise calcique par les mitochondries. De plus, tel que 
discuté plus bas, les résultats obtenus avec le sildénafil et le SS-31 suggèrent 
également des pistes mécanistiques qu’il conviendrait d’investiguer plus en détail 
lors d’études futures.  
6.2.1 Entrée excessive de calcium dans les cardiomyocytes 
Tel que présenté dans la revue de littérature (section 4.3.1), l’absence de 
dystrophine entraîne une activation aberrante de plusieurs canaux calciques incluant 
les canaux SACs [174, 175], et SOCs, qui comprennent la famille des canaux TRPC 
[176-178], ainsi que les récepteurs à la ryanodine [179]. Ce phénomène a 
principalement été démontré in vitro sur des cardiomyocytes isolés exposés à un 
stress mécanique (stress hypo-osmotique) [6, 9]. Cependant, il est clair que ce 
phénomène a certainement joué un rôle dans nos études. En effet, nos résultats ont 
démontré que la norépinephrine en continu durant le perfusion augmentait de 
manière significative la pression développée et les fréquences cardiaques tant chez 
les cœurs contrôles que les cœurs mdx. De plus, comme l’ischémie-reperfusion en 
soit engendre une surcharge calcique, même chez le cœur normal [232], il est 




qui expliquerait l’augmentation du contenu tissulaire total en Ca2+ dans les cœurs 
mdx vs le cœurs normaux (étude 3). 
 
Nos données ont également démontré que l’administration de sildénafil chez 
la souris mdx a permis de réduire la surcharge calcique observée à la suite de l’I-R 
(étude 3). Cette observation est intéressante puisqu’il est bien documenté chez la 
souris mdx que le cœur et les muscles squelettiques présentent un déficit de 
signalisation cGMP-PKG [7, 169], la principale voie de signalisation à être stimulée 
par le sildénafil. Il est donc possible qu’outre le stress mécanique per se, le déficit de 
la voie cGMP-PKG participe à l’accroissement des entrées calciques dans le cœur 
mdx. Cependant, comme la voie cGMP-PKG module l’activité et l’expression de 
plusieurs canaux calciques [213], il est impossible à l’heure actuelle de déterminer 
l’identité des canaux qui pourraient êtres impliqués. Un candidat potentiel pourrait 
être les canaux TRPC1.  En effet, l’expression de ces canaux est augmentée dans les 
cardiomyocytes déficients en dystrophine, ce qui contribue directement à 
l’accroissement des entrées calciques en réponse au stress mécanique [175]. De plus, 
des résultats récents ont démontré que les canaux TRPC1 étaient inhibés par la 
signalisation cGMP/PKG dans les cellules musculaires lisses [215]. Cependant, la 
capacité du sildénafil à inhiber ces canaux dans les cardiomyocytes de souris mdx n’a 
jamais été évaluée. Des études d’électrophysiologie cellulaire seraient requises pour 
évaluer directement cette hypothèse. 
 
6.2.2 Vélocité de prise calcique mitochondriale 
Dans l’étude 3 de la thèse, nous avons observé que la vélocité de prise 
calcique mitochondriale mesurée sur des fibres perméabilisées de cœurs frais (non 
soumis à l’I-R) était supérieure chez les souris mdx que chez les souris contrôles, ce 
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qui, à notre connaissance, n’a jamais été rapporté auparavant. De façon théorique, les 
facteurs qui peuvent influencer la prise de Ca2+ dans les conditions expérimentales 
utilisées sont nombreux et incluent a) le potentiel de membrane mitochondrial et tout 
facteur l’affectant, b) les propriétés cinétiques des transporteurs calciques 
principalement de l’uniporteur et c) la concentration effective de Ca2+ à proximité de 
ces transporteurs qui peut-être affectée par des modifications de l’architecture 
intracellulaire [233]. À priori, puisque dans nos études l’administration aiguë de 
sildénafil a permis de normaliser la vélocité de transport Ca2+ mitochondrial chez les 
souris mdx, il nous apparaît peu probable que cela soit relié à une modification de 
l’architecture cellulaire. Par ailleurs, nous n’avons décelé aucune anomalie 
respiratoire dans les mitochondries de coeurs mdx qui puisse nous indiquer un déficit 
au niveau de la capacité à générer le potentiel de membrane. Une hypothèse serait 
donc que la régulation cinétique de l’uniporteur calcique est modifiée dans les 
cardiomyocytes mdx, possiblement à titre de mécanisme pour corriger la cinétique du 
Ca2+ libre cytosolique. À cet égard, le groupe de Spät a démontré que la machinerie 
de transport du calcium dans les mitochondries était régulé par la MAPK p38, ainsi 
que par plusieurs isoformes de PKC [234, 235]. Il serait donc intéressant de 
déterminer si PKG possède la capacité de phosphoryler l’uniporteur calcique pour en 
diminuer son activité. Si tel est le cas, l’augmentation de la vélocité de prise calcique 
que nous avons observée dans le coeur mdx pourrait s’expliquer par le déficit de 
signalisation NO-cGMP chez ces animaux. 
 
6.2.3 Stress oxydant mitochondrial 
 Tel que présenté dans la revue de littérature (section 4.3.2), plusieurs études 
ont démontré la présence de stress oxydant dans le cœur de jeunes souris mdx [6, 7], 




ainsi que dans les études antérieures du groupe de Christine Des Rosiers [7], une 
baisse significative de l’activité de l’aconitase a été relevée dans le cœur mdx, 
comparativement au cœur contrôle, suggérant fortement une implication des 
mitochondries dans ce phénomène. Par ailleurs, le groupe de Niggli a démontré une 
production accrue de superoxyde mitochondrial dans des cardiomyocytes isolés de 
cœurs mdx [6]. Ces auteurs avaient démontré que ce phénomène était visible à l’état 
basal mais était fortement exacerbé en réponse à l’application d’un stress mécanique. 
Cependant, dans cette étude, aucune mesure n’a été effectuée sur des mitochondries 
isolées, ce qui n’a pas permis de déterminer si l’environnement cellulaire ou si des 
dysfonctions mitochondriales intrinsèques sont impliqués dans l’accroissement de la 
production de ROS. 
 
Dans l’étude 3 de cette thèse, nous avons démontré que la relâche nette de 
H2O2, ainsi que la capacité d’élimination du H2O2 mesurée in vitro sur des fibres 
perméabilisées provenant de cœurs fraîchement isolés étaient similaires chez les 
souris mdx et les souris contrôles. Ces données nouvelles suggèrent donc que la 
capacité de la chaîne respiratoire à produire du superoxyde, ainsi que celle des divers 
systèmes anti-oxydants, ne sont pas modifiées dans le cœur déficient en dystrophine, 
du moins pas de manière précoce. Nos données suggèrent donc que des variations au 
niveau de facteurs cellulaires (tel que l’augmentation du Ca2+), plutôt que des 
modifications de la capacité de production et d’élimination des ROS, sont 
responsables du stress oxydant mitochondrial.  
 
Compte tenu de la présence de stress oxydant mitochondrial dans le cœur mdx nous 
avons, dans l’étude 4 de cette thèse, testé l’impact d’un anti-oxydant ciblé aux 
mitochondries sur la réponse cardiaque au stress. Malheureusement, bien que nous 
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ayons démontré à l’aide de mesures sur des fibres cardiaques perméabilisées que le 
SS-31 administré in vivo à une dose utilisée auparavant [236] atteignait rapidement 
les mitochondries et diminuait la relâche de H2O2, nous n’avons observé aucun effet 
bénéfique sur le cœur mdx lorsque soumis à une I-R en terme de récupération de la 
fonction contractile, de dommage tissulaire et d’ouverture du PTP. Ces résultats sont 
à priori surprenants puisque des études antérieures réalisées sur le cœur normal ont 
démontré un effet protecteur du SS-31 contre le dommage ischémique [237]. De 
plus, une étude récente réalisée par Buyse et al.  [238] a démontré que chez la souris 
mdx un traitement prolongé (de l’âge de 4 sem jusqu’à 10 mois), avec l’analogue du 
coenzyme Q10 idébénone, permettait notamment de réduire l’inflammation 
cardiaque, ainsi que la dysfonction systolique et la mortalité induite par un stress 
hémodynamique à la dobutamine in vivo. 
 
Les seules explications plausibles que nous ayons en ce moment sont que, 
dans le cœur mdx, la dose unique de SS-31 que nous avons administrée s’est avérée 
insuffisante pour conférer une protection contre le stress relativement sévère (I-R en 
présence de noradrénaline) que nous avons utilisé. Il n’est pas exclu qu’un traitement 
chronique avec le SS-31 s’avère autant sinon plus efficace que l’idebenone, qui n’est 
pas ciblé de manière aussi efficace aux mitochondries, pour prévenir la dysfonction 
cardiaque in vivo tel que mesuré par Buyse et al. [238]. Ceci étant dit, nos résultats 
suggèrent tout de même que le tamponnement des radicaux libres dans les 
mitochondries est probablement moins efficace pour prévenir la dysfonction 
mitochondriale que la correction de l’homéostasie calcique, tel que le sildénafil a 
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